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I. EINLEITUNG 
Sowohl der Körper von Menschen als auch der von Tieren wird von einer 
Vielzahl an Mikroorganismen wie Bakterien, Archaea, Pilzen und Viren besiedelt 
(LI et al., 2012). Mit der Etablierung von neuen Untersuchungsmethoden wie der 
16S-rRNA-Amplikon-Sequenzierung konnte gezeigt werden, wie vielfältig diese 
mikrobielle Gemeinschaft, das sogenannte Mikrobiom, ist (LANE et al., 1985). 
Bei der überwiegenden Mehrheit der Mikroorganismen handelt es sich um 
Kommensalen und Symbionten, doch auch potentiell pathogene Erreger können 
Bestandteil des Mikrobioms sein (GRICE & SEGRE, 2012). Zahlreiche 
Untersuchungen zu unterschiedlichen anatomischen Lokalisationen und 
Erkrankungen haben das Verständnis für die physiologischen und pathologischen 
Zusammenhänge innerhalb dieser ökologischen Gemeinschaften maßgeblich 
erweitert. Dysbiotische Veränderungen als mögliche Faktoren in der Entstehung 
von Krankheiten sind in den Fokus der Forschung gerückt (HOFFMANN et al., 
2016). 
Auch die Nasenhöhle gesunder Hunde war bereits Gegenstand von Studien, die 
eine artenreiche mikrobielle Gemeinschaft in dieser Lokalisation nachweisen 
konnten (RODRIGUES HOFFMANN et al., 2014; ERICSSON et al., 2016; 
ISAIAH et al., 2017). Die Rolle von Bakterien bei nasalen Erkrankungen des 
Hundes ist dagegen weitgehend ungeklärt. Bei Tieren mit chronischer Rhinitis 
wurde die Beteiligung von Bakterien sowohl als primäre als auch als sekundäre 
Erreger diskutiert, zumal einige Patienten, wenn auch oft nur kurzfristig, auf eine 
antibiotische Therapie ansprechen (WINDSOR & JOHNSON, 2006). Auch eine 
Besiedelung der Nasenschleimhaut mit pathogenen Bakterien bei Hunden mit 
nasalen Neoplasien wird als sekundär betrachtet, bedingt durch reduzierte lokale 
Abwehrmechanismen (COHN & REINERO, 2007). Studien, die das Mikrobiom 
der Nasenhöhle bei Hunden mit nasalen Erkrankungen mithilfe von modernen 
Sequenzierungsverfahren untersuchen, liegen jedoch bisher nicht vor.  
Ziel der durchgeführten Studie war es, aus nasalen Tupferproben mittels 16S-
rRNA-Amplikon-Sequenzierung das nasale Mikrobiom von gesunden Hunden zu 
charakterisieren und es mit dem von Hunden mit nasalen Neoplasien oder 
chronischer Rhinitis zu vergleichen.  
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II.  LITERATURÜBERSICHT 
1. Definition und Bedeutung des Begriffs „Mikrobiom“ 
Jeder menschliche oder tierische Körper besteht nicht nur aus somatischen Zellen, 
sondern ist untrennbar mit den auf und in ihm lebenden Mikroorganismen 
verbunden (TURNBAUGH et al., 2007). Die Anzahl der Zellen bakteriellen 
Ursprungs übersteigt dabei die Zahl der menschlichen oder tierischen 
Körperzellen deutlich (PETERSON et al., 2009). Es wird angenommen, dass ein 
Mensch etwa 10 bis 100 Trillionen Mikroorganismen beherbergt (URSELL et al., 
2012). LEDERBERG und MCCRAY (2001) prägten den Begriff „Mikrobiom“ 
für diese ökologische Gemeinschaft, bestehend aus Kommensalen und 
Symbionten, aber auch Pathogenen, die eine Einheit mit dem Körper ihres 
Wirtsorganismus bilden und die Aufrechterhaltung der Gesundheit sowie die 
Entstehung von Krankheiten beeinflussen können. Das Mikrobiom besteht jedoch 
nicht ausschließlich aus Bakterien, auch Archaea, Pilze und Viren gehören dieser 
mikrobiellen Gemeinschaft an (HASEGAWA & CAMARGO, 2015).  
Andere Autoren erweitern den Begriff darüber hinaus auf das kollektive Genom 
dieser Mikrobiota, das genetische Variationen und Genfunktionen bereitstellt, 
über die die Zellen von Wirbeltieren nicht verfügen (GRICE & SEGRE, 2012). 
Dafür wird auch der Begriff „Metagenom“ verwendet (JOHNSON & 
VERSALOVIC, 2012).  
Das Mikrobiom variiert sowohl zwischen verschiedenen Individuen (COSTELLO 
et al., 2009; KASPAR et al., 2015) als auch zwischen unterschiedlichen 
Lokalisationen im Körper ein und desselben Wirts (HUMAN MICROBIOME 
PROJECT CONSORTIUM, 2012).  
1.1. Beziehungen zwischen Mikrobiota und ihrem Wirt 
In den letzten Jahren hat das Wissen um die Bedeutung der Mikrobiota rasant 
zugenommen. Sowohl die physiologischen Interaktionen zwischen Mikrobiom 
und Wirtsorganismus, als auch Pathogenitätsmechanismen, die mit 
Veränderungen im Mikrobiom einhergehen, stehen im Fokus der Forschung.  
1.1.1. Physiologische Bedeutung des Mikrobioms 
Zum großen Teil handelt es sich bei den einen menschlichen oder tierischen 
Körper besiedelnden Bakterien um Symbionten oder Kommensalen 
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(DETHLEFSEN et al., 2007). Die Beziehung zwischen Mikroorganismen und 
Wirt fügt also keiner der beiden Arten Schaden zu, sondern ist für mindestens eine 
Art mit positiven Effekten verbunden (SACHS et al., 2004; GRICE & SEGRE, 
2012). Für viele physiologische Vorgänge wird eine symbiotische Beteiligung der 
Mikrobiota angenommen. Insbesondere für das Mikrobiom des Darms ist seit 
Langem bekannt, dass die im Verdauungstrakt lebenden Mikroorganismen einen 
entscheidenden Anteil an der Verdauung von Nährstoffen und der 
Aufrechterhaltung von Stoffwechselvorgängen haben (FLINT et al., 2012). Unter 
anderem konnte nachgewiesen werden, dass sich das Darmmikrobiom von 
genetisch veränderten adipösen Mäusen hinsichtlich seiner Fähigkeit zur 
Energieausbeute aus der aufgenommenen Nahrung im Vergleich zu 
normalgewichtigen Artgenossen unterscheidet (TURNBAUGH et al., 2006).  
Auch für die Funktion des Immunsystems ist die mikrobielle Gemeinschaft 
unerlässlich (RAKOFF-NAHOUM et al., 2004; MAZMANIAN et al., 2005). Die 
Konkurrenz um Ressourcen zwischen kommensalen und pathogenen Bakterien 
stellt eine Barriere für die Besiedelung mit potentiell pathogenen Keimen dar 
(TILMAN, 2004). Einige symbiotische Bakterien sekretieren Moleküle, die das 
Wachstum von Pathogenen inhibieren und schaffen durch diese bakterielle 
Interferenz einen evolutionären Vorteil für sich selbst, aber auch für ihren 
Wirtsorganismus (BROOK, 2005). In den oberen Atemwegen des Menschen 
inhibiert etwa Streptococcus salivarius durch Produktion von Bacteriocinen die 
Besiedelung der Nasenhöhle mit Gram-positiven pathogenen Keimen 
(SANTAGATI et al., 2012). Bei Menschen, die Träger von Staphylococcus 
lugdunensis sind, der das zyklische Peptidantibiotikum Lugdunin produziert, liegt 
signifikant seltener eine Kolonisation der Nasenschleimhaut mit Staph. aureus vor 
(ZIPPERER et al., 2016). Auch die bakterielle Detoxifikation von Stoffen, die 
dem Wirt schaden, kann zum Erhalt der Gesundheit des Wirtes beitragen (POOL-
ZOBEL et al., 2005). 
1.1.2. Pathogenität durch Mikrobiota 
Die biochemischen Mechanismen, um die Wirtsumgebung zu erkennen, mit 
Oberflächen des Wirtes zu interagieren und mit dem Wirtsorganismus zu 
kommunizieren, unterscheiden sich oft nicht zwischen Symbionten, 
Kommensalen und Pathogenen (SPERANDIO et al., 2003; RENDON et al., 
2007). Neben vielen dem Wirt nützlichen Funktionen der Mikrobiota stellen sie 
auch ein Reservoir für Pathogene und die genetische Information für 
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Antibiotikaresistenzen dar (HU et al., 2013; LIU et al., 2013b). Veränderungen im 
Genotyp oder in der Umwelt von nicht-pathogenen Kommensalen können zur 
Invasion in das Gewebe des Wirtes und damit zur Erkrankung führen 
(DETHLEFSEN et al., 2007). Daneben liegt bei gesunden Individuen jedoch 
häufig eine asymptomatische Besiedelung mit bakteriellen Taxa vor, die als 
pathogen gelten (GARCIA-RODRIGUEZ & FRESNADILLO MARTINEZ, 
2002). 
Die Theorie, dass Imbalancen im Mikrobiom zur Erkrankung des 
Wirtsorganismus führen können, wurde auch im Hinblick auf verschiedene 
Tumorerkrankungen verfolgt. GONG und Mitarbeiter (2014) beschreiben 
deutliche Unterschiede im Mikrobiom des Rachens bei Patienten mit 
Larynxkarzinom im Vergleich zu gesunden Personen. So waren die 
Bakteriengattungen Fusobacterium und Prevotella vermehrt bei erkrankten 
Personen nachweisbar. Die Autoren schlussfolgern daraus eine mögliche 
Beteiligung an der Entstehung des laryngealen Karzinoms. Für Fusobacteria ist 
bekannt, dass sie in der Lage sind, Entzündungsreaktionen auszulösen und die 
Tumorgenese durch Modulation der Tumormikroumwelt über die Expansion von 
CD11b+-Zellen voranzutreiben (KOSTIC et al., 2013). Auch für das kolorektale 
Karzinom (BORGES-CANHA et al., 2015), das urotheliale Karzinom (XU et al., 
2014) und zervikale intraepitheliale Neoplasien (MITRA et al., 2015) ist eine 
mögliche ätiologische Beteiligung dysbiotischer Zustände beschrieben worden. 
Bei der Betrachtung einer möglichen bakteriellen Beteiligung an der Entstehung 
von Tumoren ist jedoch zu bedenken, dass Neoplasien sich oft über Jahre 
entwickeln und in verschiedenen Stadien dieses Prozesses unterschiedliche 
Mikroorganismen beteiligt sein können. In diesem Fall ist der Nachweis der 
möglicherweise ursächlich beteiligten Bakterien zum Zeitpunkt der klinischen 
Diagnose eines Tumors nicht mehr möglich (GARRETT, 2015). Auch die Frage, 
ob eine Dysbiose bereits vor Entstehung einer Neoplasie vorhanden ist und primär 
zur Kanzerogenese beiträgt, oder ob das Mikrobiom sich erst sekundär aufgrund 
des Tumorwachstums verändert, ist bisher in den meisten Fällen ungeklärt 
(GARRETT, 2015). 
1.2. Einflussfaktoren auf die Zusammensetzung des Mikrobioms 
Das Mikrobiom eines Lebewesens ist nicht statisch, sondern steten 
Veränderungen durch endogene und exogene Einflüsse unterworfen (VON 
WINTZINGERODE et al., 1997). Verschiedene Faktoren spielen eine Rolle bei 
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der Zusammensetzung der individuellen Bakteriengemeinschaft. 
1.2.1. Lebensalter 
Studien bei verschiedenen Spezies haben gezeigt, dass das Mikrobiom der oberen 
Atemwege nicht von Geburt an stabil ist, sondern mit steigendem Lebensalter 
einer dynamischen Entwicklung unterliegt (WHELAN et al., 2014; MIKA et al., 
2015). Die Annahme, dass ein Fetus erst bei der Geburt mit Mikroorganismen in 
Kontakt kommt, gilt mittlerweile als überholt. Die Ausbildung eines individuellen 
Mikrobioms beginnt bereits in utero (JIMENEZ et al., 2005; RAUTAVA et al., 
2012). Die primäre bakterielle Besiedelung der Nasenschleimhaut von Neonaten 
hängt unter anderem vom Geburtsmodus ab. So weisen Kinder, die per Sectio 
caesarea geboren werden, zunächst eine speziesreichere Bakteriengemeinschaft 
auf, die proportional vermehrt Firmicutes, insbesondere Staphylococcaceae, 
enthält. Nach vaginaler Entbindung dagegen enthält das nasale Mikrobiom des 
Neugeborenen einen höheren Anteil an Actinobacteria wie etwa Corynebacterium 
(SHILTS et al., 2016).  
Im Verlauf des ersten Lebensjahres kommt es beim Menschen zu einem Anstieg 
der Bakteriendichte, während die Zahl der mikrobiellen Spezies abnimmt (MIKA 
et al., 2015). Staphylococcaceae und Corynebacteriaceae sind typische 
Bestandteile der mikrobiellen Gemeinschaft in der Nasenhöhle innerhalb der 
ersten drei Lebensmonate, mit zunehmendem Lebensalter nimmt die relative 
Häufigkeit dieser Bakterienfamilien ab (MIKA et al., 2015).  
Eine weitere Studie beschreibt eine nasale Bakteriengemeinschaft, die im 
Kindesalter eine hohe Diversität aufweist und in erster Linie aus Vertretern der 
Bakterienfamilien Moraxellaceae und Streptococcaceae besteht. Im 
Erwachsenenalter dagegen nimmt die Diversität ab, das Mikrobiom verschiebt 
sich hin zu Propionibacteriaceae, Clostridiales, Corynebacteriaceae und 
Staphylococcaceae (CAMARINHA-SILVA et al., 2014).  
Die Entwicklung der nasalen Mikroorganismen innerhalb der ersten sieben 
Lebenswochen wurde auch beim Hausschwein untersucht (SLIFIERZ et al., 
2015). Hauptbestandteile des porzinen Nasenmikrobioms sind Proteobacteria 
(51,5 %), Firmicutes (41,0 %) und Actinobacteria (5,1 %). Während der 
Entwicklung vom Neonaten bis zum Absetzalter nimmt der Anteil an 
Actinobacteria signifikant ab, während der Anteil an Proteobacteria signifikant 
ansteigt (SLIFIERZ et al., 2015).  
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Auch beim alternden Individuum ist das nasale Mikrobiom Veränderungen 
unterworfen (WHELAN et al., 2014; THEVARANJAN et al., 2016). Der 
Vergleich der Mikrobiota in Nares und Oropharynx bei erwachsenen Menschen 
im Alter von 18 bis 40 Jahren und älteren Menschen über 65 Jahre ergab 
signifikante Unterschiede (WHELAN et al., 2014). So kommt es beim alten 
Menschen zu einer Angleichung zwischen den Bakteriengemeinschaften, so dass 
das Mikrobiom der Nares zunehmend dem des Oropharynx entspricht. Die 
Autoren sehen darin einen möglichen Erklärungsansatz zur erhöhten Anfälligkeit 
älterer Menschen für Infektionen der oberen Atemwege. Ähnliche Ergebnisse 
ließen sich in einer Studie von THEVARANJAN und Mitarbeitern (2016) im 
Maus-Modell nachvollziehen. Quantitativ bestand kein Unterschied in der 
mikrobiellen Besiedelung der Nasenhöhle zwischen Jungtieren, adulten und alten 
Mäusen. Die häufigsten Bakterienklassen waren in allen drei Altersgruppen 
Firmicutes, Proteobacteria, Bacteroidetes und Actinobacteria. Hinsichtlich der 
relativen Häufigkeit unterschieden sich die Gruppen jedoch signifikant. Während 
Proteobacteria bei Jungtieren 41,9 % ausmachten, stellten sie bei alten Mäusen 
einen Anteil von nur 27,9 %. Bacteroidetes dagegen kamen mit 19,5 % häufiger 
bei alten als bei jungen (9,7 %) Tieren vor. Mit diesen Veränderungen des 
Mikrobioms ging beim alten Tier die verminderte Fähigkeit einher, auf eine 
experimentelle Infektion mit Streptococcus pneumoniae mit der Elimination des 
Erregers zu reagieren (THEVARANJAN et al., 2016).  
1.2.2. Umwelt 
Eine wichtige Funktion der Nase ist das Filtern der Atemluft. Inhalierte Partikel 
werden entweder im anterioren Bereich des Nares abgefangen, wo sie etwa durch 
Niesen entfernt werden, oder über die mukoziliäre Clearance im Bereich des 
respiratorischen Epithels ausgeschieden werden. Partikel, die bis in den 
Nasopharynx vordringen, werden abgeschluckt (LIPPMANN et al., 1980). Da die 
oberen Atemwege bei jedem Atemzug gegenüber der Umwelt exponiert sind, 
kommt der angeborenen und erworbenen Immunabwehr in diesem Bereich eine 
besondere Bedeutung zu (SCADDING et al., 2011). Es ist davon auszugehen, 
dass die Nasenhöhle neben den Bakterien, die dem respiratorischen Mikrobiom 
zuzuordnen sind, auch Mikroorganismen beinhaltet, die aus der Umwelt stammen 
(BIRZELE et al., 2017).  
Einige Studien widmen sich dem Einfluss verschiedener Umweltfaktoren auf das 
nasale Mikrobiom des Menschen. CAMARINHA-SILVA und Mitarbeiter (2014) 
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stellten vergleichende Untersuchungen zum Nasenmikrobiom von Kindern und 
Erwachsenen aus Deutschland und Gabun in Zentralafrika an. Beim Vergleich 
beider Studienpopulationen war der Einfluss des Alters jeweils größer als der der 
Herkunft. Während bei Erwachsenen beider Kontinente 85% der bakteriellen 
Phyla identisch waren, zeigten sich zwischen den verschiedenen Altersstufen 
derselben Population größere Unterschiede. Die Autoren schließen daraus, dass 
die globalen bakteriellen Gemeinschaften, die das Nasenmikrobiom von 
Menschen ausmachen, bereits seit Tausenden von Jahren bestehen. 
Unterschiede lassen sich allerdings im nasalen Mikrobiom von Personen, die in 
landwirtschaftlichem Umfeld leben, und Personen aus urbanem Lebensumfeld 
feststellen. Milchvieh-haltende Landwirte weisen im Vergleich zu 
Stadtbewohnern eine diversere mikrobielle Gemeinschaft auf, die weniger 
potentiell pathogene Staphylokokken enthält (SHUKLA et al., 2017). Eine Studie, 
die unter anderem das Mikrobiom im Bereich der anterioren Nasenhöhle zwischen 
älteren Bewohnern einer Pflegeeinrichtung und im eigenen Haushalt lebenden 
Senioren verglich, fand keinen Unterschied zwischen den beiden Gruppen 
(ROGHMANN et al., 2017). Auch das Zusammenleben von Menschen und 
Haustieren kann das Mikrobiom beeinflussen. WIPLER und Mitarbeiter (2017) 
untersuchten verschiedene Lokalisationen am Körper von Hunden, Katzen und 
deren Besitzern, und evaluierten auch Tupferproben der Nase. Bei Tierbesitzern, 
die im zugehörigen Fragebogen eine enge Beziehung im Zusammenleben mit 
ihrem Haustier angaben, traten mit höherer Prävalenz gemeinsame 
Bakterienspezies bei Tier und Mensch auf.  
Ein weiterer Aspekt, der Gegenstand mehrerer Studien ist, ist die Veränderung im 
Mikrobiom der humanen Atemwege durch Zigarettenrauch. Die nasalen 
Mikrobiota von Rauchern beinhalten weniger kommensale aerobe und anaerobe 
Bakterien, enthalten aber mehr potentielle Pathogene (JASPERS, 2014). Zudem 
kann die Exposition gegenüber Zigarettenrauch bei Bakterien der 
Nasenschleimhaut die Bildung von Biofilmen induzieren (GOLDSTEIN-
DARUECH et al., 2011). In einer weiteren Studie wurde dagegen nur bei Proben 
aus dem Bereich der bukkalen Mukosa eine Verminderung der Alpha-Diversität 
des bakteriellen Mikrobioms bei Rauchern festgestellt, nicht jedoch bei Proben 
der nasalen Mukosa (YU et al., 2017). 
Genetische Faktoren scheinen in einer Studie mit Zwillingspaaren einen 
geringeren Einfluss auf die Zusammensetzung des nasalen Mikrobioms zu haben 
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als Umwelteinflüsse (LIU et al., 2015). Beim Vergleich des Darmmikrobioms 
unterschiedlicher Menschen- (ZOETENDAL et al., 2001) und 
Schimpansenfamilien (UENISHI et al., 2007) wurde jedoch eine größere 
Ähnlichkeit innerhalb der sozialen Familiengruppen festgestellt als zwischen 
unterschiedlichen Familien, was eine vertikale Übertragung des Mikrobioms über 
Generationen hinweg und eine gewisse Bedeutung genetischer Faktoren 
wahrscheinlich macht. Eine Studie, die Daten des Human Microbiome Project 
(HMP) verwendete, bestätigte ebenfalls einen Einfluss genetischer Variationen 
auf das Mikrobiom verschiedener Lokalisationen im menschlichen Körper, 
unterstreicht jedoch die Bedeutung weiterer Forschungsarbeit zu diesem Thema 
(BLEKHMAN et al., 2015). 
1.2.3. Antibiotika 
Die meisten Antibiotika wirken nicht nur selektiv gegen einzelne mikrobielle 
Spezies, sondern können gegen eine Vielzahl bakteriell bedingter Erkrankungen 
eingesetzt werden (NATHAN, 2004). Das hat zur Folge, dass auch die 
kommensalen Mikrobiota durch den antimikrobiellen Wirkstoff erheblich 
beeinträchtigt werden (LEMON et al., 2012). Typischerweise kommt es bei 
Verabreichung von Antibiotika zu einer Verminderung der bakteriellen Diversität 
im Wirtsorganismus (JERNBERG et al., 2007). Zum Großteil erholt sich die 
mikrobielle Gemeinschaft davon und kehrt innerhalb von Tagen bis Wochen 
weitestgehend zum Ursprungszustand zurück, einige Taxa sind jedoch auch Jahre 
nach der Antibiotikatherapie nachhaltig verändert (LOFMARK et al., 2006; 
JAKOBSSON et al., 2010). Nicht nur die direkte bakteriostatische oder 
bakterizide Wirkung von Antibiotika führt zur Hemmung des 
Bakterienwachstums, auch fehlende Bereitstellung von Nährstoffen oder 
sekundären Metaboliten, sowie der fehlende Abtransport von toxischen 
bakteriellen Stoffwechselprodukten durch andere Mitglieder der 
Bakteriengemeinschaft kann das Wachstum der kommensalen Bakterien 
beeinträchtigen (WILLING et al., 2011). Die Verschiebung des Gleichgewichts 
innerhalb eines Mikrobioms unter antibiotischer Therapie kann zur Erkrankung 
des Wirts durch opportunistische Pathogene führen (WILLING et al., 2011). 
Veterinärmedizinische Studien zum Einfluss antibiotischer Wirkstoffe auf das 
Mikrobiom bei Hunden zeigen, dass etwa das fäkale Mikrobiom gesunder Tiere 
durch die orale Gabe von Amoxicillin in Richtung Gram-negativer Bakterien 
verschoben wird und es zu einem erhöhten Vorkommen antibiotikaresistenter 
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Enterobacteriaceae kommt (GRONVOLD et al., 2010). Die Verabreichung des 
Makrolidantibiotikums Tylosin führt zu langanhaltenden, signifikanten 
Veränderungen des jejunalen Mikrobioms gesunder Hunde. Auch 14 Tage nach 
Absetzen der Antibiose sind zahlreiche physiologische Spezies noch nicht wieder 
nachweisbar (SUCHODOLSKI et al., 2009).  
Beim Menschen ist auch die Auswirkung von Antibiotika auf das respiratorische 
Mikrobiom Gegenstand mehrerer aktueller Forschungsprojekte. Laut einer 
Untersuchung von MAXFIELD und Mitarbeitern (2017) verdoppelt die 
Anwendung von Antibiotika, unabhängig von der Indikation, Wirkstoffklasse und 
Behandlungsdauer, das Risiko, in den folgenden zwei Jahren eine chronische 
Rhinosinusitis (CRS) zu entwickeln. Bei CRS-Patienten ist die antibiotische 
Vorbehandlung mit einer signifikant schlechteren Lebensqualität innerhalb dieses 
Zeitraums von zwei Jahren assoziiert. Bei bestehenden chronisch-entzündlichen 
Erkrankungen der oberen Atemwege werden Antibiotika eingesetzt, um 
Infektionen zu eliminieren, die Entzündung zu reduzieren und die Bildung von 
Biofilmen auf der Mukosa zu verhindern (NACLERIO & BAROODY, 2016). Die 
Therapie der CRS mittels Antibiotika, teilweise in Kombination mit 
Sinuschirurgie, wurde von verschiedenen Autoren hinsichtlich der Wirkung auf 
das nasale Mikrobiom untersucht, die Ergebnisse sind jedoch widersprüchlich. 
Die postoperative antimikrobielle Chemotherapie bei CRS-Patienten führte in 
einer Studie nicht zu einer Reduktion der Bakterienlast, bewirkte aber 
Verschiebungen in der Zusammensetzung der Mikrobiota (HAUSER et al., 2016). 
In einem anderen Patientenkollektiv dagegen wurde nach antibiotischer Therapie 
bei CRS-Patienten mit akuten Exazerbationen mittels quantitativer PCR (qPCR) 
ein signifikant geringerer Gehalt an bakterieller DNA festgestellt als vor der 
Behandlung, die Diversität nahm jedoch nach Therapie zu (MERKLEY et al., 
2015). FEAZEL und Mitarbeiter (2012) beobachteten einen Rückgang der 
bakteriellen Diversität bei CRS-Patienten nach Sinuschirurgie und unter 
Antibiose, jedoch begünstigte eine antibiotische Behandlung die Besiedelung der 
sinonasalen Mukosa mit Staphylokokken. Nach antimikrobieller Behandlung tritt 
bei CRS-Patienten in der Folge zudem häufig eine Besiedelung der 
Nasenschleimhaut mit Erregern, die Resistenzen gegen die zuvor verwendeten 
Wirkstoffe aufweisen, auf (LIU et al., 2013a). Belastbare Studien zur klinischen 
Wirksamkeit topisch angewandter antimikrobieller Wirkstoffe bei CRS-Patienten 
fehlen bisher (LIM et al., 2008; BARSHAK & DURAND, 2017). 
Auch bei Patienten, die aufgrund einer anderen, nicht respiratorisch bedingten 
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Krankheit antibiotisch behandelt werden, kommt es zu Veränderungen und zu 
Resistenzentwicklungen im nasalen Mikrobiom. Bei Anwendung von 
Fluorchinolonen wurde in einem Patientenkollektiv eine deutliche Selektion 
resistenter Staphylokokken in der nasalen Bakteriengemeinschaft nachgewiesen 
(MUNIER et al., 2015).  
1.2.4. Prä- und Probiotika 
Probiotika sind definiert als lebende Mikroorganismen, die, wenn sie in 
ausreichender Menge verabreicht werden, einen positiven Effekt auf die 
Gesundheit des Wirtes haben (SANDERS, 2008). Unter Präbiotika versteht man 
ausgewählte fermentierte Inhaltsstoffe, die gezielt eingesetzt werden, um 
Zusammensetzung und Aktivität vorwiegend der gastrointestinalen Mikrobiota zu 
beeinflussen und damit Wohlbefinden und Gesundheit zu steigern 
(ROBERFROID, 2007).  
Die prophylaktische und therapeutische Anwendung von Bakterienstämmen 
gewinnt auch in der Veterinärmedizin zunehmend an Bedeutung, wobei der Fokus 
bisher auf gastrointestinalen Erkrankungen lag (GRZESKOWIAK et al., 2015). 
Die gezielte Zufuhr von Probiotika kann die Zusammensetzung und Funktion des 
Mikrobioms im Wirt durch kompetitive Besiedelung einer ökologischen Nische, 
durch Produktion von Bacteriocinen, die das Wachstum anderer Bakterienstämme 
hemmen, oder durch Veränderung des pH-Werts beeinflussen (COPE & LYNCH, 
2015). Die Konkurrenz um Substrate oder Rezeptorbindungsstellen wurde etwa in 
vitro bei der probiotischen Spezies Lactobacillus johnsonii untersucht, die an im 
Gewebe des Respirationstrakts vorkommende Rezeptoren wie 
Gangliotetraosylceramid bindet und damit das Potential hat, spezifische 
Atemwegspathogene wie Pseudomonas aeruginosa, Haemophilus influenzae und 
Staphylococcucs aureus zu verdrängen (KRIVAN et al., 1988; NEESER et al., 
2000). Bacteriocine werden beispielweise von Lactobacillus sakei abgesondert, 
dem eine protektive Wirkung gegen die bei CRS-Patienten vermehrt 
vorkommende Bakterienspezies Corynebacterium tuberculostearicum 
zugeschrieben wird (ABREU et al., 2012).  
Die Wirkungsweise eines Probiotikums auf die mikrobielle Besiedelung der 
Atemwege hängt nicht zuletzt vom Weg der Applikation ab. Während oral 
supplementierte Probiotika vor allem durch Translokation mikrobieller 
Metaboliten, Cytokine oder Immunzellen über die systemische Zirkulation eine 
Wirkung im Respirationstrakt entfalten, beeinflussen lokal über Nasenspray oder 
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nasale Lavage verabreichte Bakterienstämme die sinonasalen Mikrobiota und die 
lokale Immunantwort direkt (COPE & LYNCH, 2015). 
In einem Sinusitis-Mausmodell wurden in der Nasenschleimhaut von Mäusen, die 
intranasal mit Staphylococcus aureus und Staphylococcus epidermidis beimpft 
wurden, histologisch weniger Periodic Acid Schiff (PAS)-positive Becherzellen 
gezählt als bei Tieren, die nur mit Staphylococcus aureus behandelt wurden. Die 
Anzahl an Becherzellen gilt als Maß für die Entzündung des respiratorischen 
Epithels. Die Autoren erklären diese Beobachtung mit der Sekretion von 
Serinprotease Esp durch Staphylococcus epidermidis, die die Bildung von 
Biofilmen und die nasale Besiedelung durch Staphylococcus aureus inhibiert 
(CLELAND et al., 2014).  
Die orale Verabreichung des probiotischen Stammes Lactobacillus rhamnosus 
R0011 bei CRS-Patienten hatte dagegen im Vergleich zu einem Placebo keinen 
langfristigen positiven Einfluss auf die Ausprägung der Symptome (MUKERJI et 
al., 2009). Auch die topische Applikation eines von der Honigbiene (Apis 
mellifera) stammenden Probiotikums aus verschiedenen Lactobacilli und 
Bifidobacteria (LAB-Mikrobiom) zeigte keinen Effekt auf die klinische 
Ausprägung, mikrobielle Besiedelung oder Schwere der Entzündung bei Patienten 
mit CRS (MARTENSSON et al., 2017). Mit der oralen Gabe von Enterococcus 
faecalis dagegen konnte sowohl die Frequenz von Exazerbationen bei CRS-
Patienten (HABERMANN et al., 2002) als auch die Frequenz von Rezidiven bei 
Kindern mit akuter Rhinosinusitis gesenkt werden (KITZ et al., 2012).  
Bei gesunden Probanden beeinflusste die tägliche orale Einnahme von 
Lactobacillus casei über sechs Wochen die Besiedelung der Nasenschleimhaut 
mit alpha- und betahämolysierenden Streptokokken und Staph. aureus nicht. 
Auch die Sekretion von Immunglobulin A im Speichel, das als Marker für die 
protektive Immunität der Schleimhaut gilt, unterschied sich nicht zwischen der 
Therapie- und der Placebogruppe (FRANZ et al., 2015). Bei Frühgeborenen 
konnte die Inzidenz von Rhinovirusinfektionen in einer randomisierten, placebo-
kontrollierten, doppelblinden Studie jedoch sowohl durch die Gabe von Probiotika 
(Lactobacillus rhamnosus GG) als auch durch ein Präbiotikum, bestehend aus 
Galactooligosacchariden und Polydextrose, signifikant gesenkt werden (LUOTO 
et al., 2014). Auch bei allergisch bedingter Rhinitis bei Kindern mit 
Birkenpollenallergie zeigte die Verabreichung von Lactobacillus acidophilus 
NCFM und Bifidobacterium lactis Bl-04 eine Verminderung der eosinophilen 
Infiltration der Nasenschleimhaut und damit einhergehend eine geringgradige 
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Verbesserung der Symptome während der Pollensaison (OUWEHAND et al., 
2009).  
Weitere Forschungsarbeiten zur Bedeutung der Veränderungen im Mikrobiom 
entlang der Achse vom Gastrointestinal- zum Respirationstrakt bei Patienten mit 
respiratorischen Erkrankungen wie der CRS sowie zu interindividuellen 
Unterschieden innerhalb einer Patientengruppe sind notwendig, um gezielte 
probiotische Therapieoptionen zu etablieren. Auch die Transplantation von 
Mukus eines gesunden Spenders, analog zur Fäkaltransplantation, die bereits 
erfolgreich bei chronischen gastrointestinalen Erkrankungen eingesetzt wird, ist 
eine denkbare Mikrobiom-basierte Therapieform und Gegenstand aktueller 
Forschung (PSALTIS & WORMALD, 2017). 
2. Analysemethoden zur Untersuchung des Mikrobioms 
Zum Nachweis von Bakterien stehen verschiedene Methoden zur Verfügung, die 
sich im Hinblick auf ihre Effektivität beim Nachweis einzelner Bakterienspezies 
oder der Gesamtheit aller Bakterien einer ökologischen Nische unterscheiden. 
2.1. Kulturbasierte Untersuchungsmethoden 
Zurückgehend auf die Entwicklung der Kulturplatten-Technik durch Robert Koch 
im Jahr 1881, wurden Bakterien aus einem Habitat vor Etablierung 
molekularbiologischer Methoden zur Erfassung des Mikrobioms mittels 
Nährmedien in Kulturen identifiziert (HIERGEIST et al., 2015). Zahlreiche 
unterschiedliche Verfahren und Nährmedien stehen zum Nachweis von aeroben 
sowie anaeroben Bakterien zur Verfügung. Auch vorangegangene Studien zur 
Untersuchung der mikrobiellen Besiedelung der caninen Nasenschleimhaut 
bedienten sich dieser Methodik. Die in diesen Studien erhobenen Ergebnisse 
waren jedoch stark von der Art und Anzahl der verwendeten Nährmedien 
abhängig. Eine Studie erfasste nur Bakterien, die auf einer Blutagarplatte wuchsen 
(SMITH, 1961). Eine andere Studie verwendete elf verschiedene Agars zur 
aeroben und anaeroben Anzüchtung von Bakterien sowie drei Agars zur Anzucht 
von Pilzen (CLAPPER & MEADE, 1963). Weitere Untersuchungen nutzten 
zwischen vier (BAILIE et al., 1978) und sieben Agars (ABRAMSON et al., 1980) 
mit anschließender Subkultivierung der gewachsenen Bakterienkolonien. Die 
Differenzierung einzelner bakterieller Taxa erfolgt in der kultur-basierten 
Bakteriologie anhand ihrer physiologischen und biochemischen Eigenschaften, 
die im Rahmen verschiedener Subkultivierungsverfahren untersucht werden 
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(HIERGEIST et al., 2015).  
Im Bereich der Mikrobiomforschung, die die Evaluierung der bakteriellen 
Diversität einer ökologischen Nische zum Ziel hat, stoßen kultur-basierte 
Methoden allerdings an Grenzen. Zahlreiche Bakterien sind unter 
Laborbedingungen nicht kultivierbar, da das spezifische Milieu, das sie für ihr 
Wachstum benötigen, unter Laborbedingungen nicht reproduzierbar ist (VON 
WINTZINGERODE et al., 1997). STALEY und KONOPKA (1985) prägten den 
Begriff der „Great Plate Count Anomaly“, der beschreibt, dass mikroskopisch in 
Probenmaterial oft eine deutlich größere Anzahl verschiedener Bakterien sichtbar 
ist, als Spezies auf Agarplatten anzuzüchten sind. Die Angaben, wie groß der 
Anteil an kultivierbaren Bakterien im Vergleich zum Gesamtvorkommen an 
bakteriellen Spezies ist, variieren. WARD und Mitarbeiter (1990) nehmen an, 
dass vermutlich weniger als 20% aller Bakterien bekannt sind. AMANN und 
Mitarbeiter (1995) nehmen bei Umweltkeimen aus Wasser- und Bodenproben je 
nach Material eine Kultivierbarkeit zwischen 0,001-0,3% an. Vor allem im 
Bereich der Umweltmikrobiologie wurden verschiedene Ansätze verfolgt, 
vormals nicht kultivierbare Mikroorganismen im Labor zu vermehren. So kann 
etwa die gemeinsame Kultivierung in Mischkulturen oder mit als 
wachstumsfördernd bekannten Bakterienstämmen die Ausbeute einer bestimmten 
Kultur erhöhen (OHNO et al., 1999; DAVIS et al., 2014). Auch die Zugabe von 
Signalmolekülen wie zyklisches Adenosinmonophosphat (cAMP), Homoserin-
Lacton oder einem zellfreien Überstand hat sich als förderlich bei der Anzucht 
bisher nicht kultivierbarer Bakterien erwiesen (BRUNS et al., 2003). 
Humanmedizinische Studien, die kulturelle Nachweise und 
Sequenzierungsmethoden aus Proben der oberen Atemwege bei gesunden 
Menschen und bei Patienten mit Erkrankungen der oberen Atemwege vergleichen, 
kommen ebenfalls zu dem Ergebnis, dass eine deutliche Diskrepanz zwischen mit 
beiden Methoden gewonnenen Ergebnissen besteht (FEAZEL et al., 2012; 
KASPAR et al., 2015). In einer Arbeit von FEAZEL und Mitarbeitern (2012) 
wurden Tupferproben aus dem Meatus nasi medius bei 15 CRS-Patienten und 
fünf Kontrollpersonen genommen und die Ergebnisse von aerober und anaerober 
bakteriologischer Routinediagnostik und 16S-rRNA-Sequenzierung verglichen. 
Während in der kulturellen Untersuchung im Schnitt 2,8 Isolate pro Patient 
nachweisbar waren, zeigte die Sequenzanalyse, insbesondere im Bereich der 
anaeroben Bakterien, eine deutlich höhere Biodiversität auf. Bei der 
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überwiegenden Mehrheit der Studienteilnehmer fanden sich die kulturell isolierten 
Bakterienspezies auch in der Sequenzanalyse, in einzelnen Fällen wurden in der 
Kultur jedoch Bakterien angezüchtet, die mittels Sequenzanalyse nicht detektiert 
wurden. Als mögliche Gründe benennen die Autoren fehlerhaft bestimmte Isolate 
aufgrund morphologisch ähnlicher verwandter Gattungen oder unzureichende 
Zuordnung der detektierten Sequenzen durch fehlende Informationen in der 
Datenbank. Eine Arbeit von KASPAR und Mitarbeitern (2015) verfolgte einen 
umfangreicheren kulturellen Ansatz, der weit über die übliche bakteriologische 
Routinediagnostik hinausging, und verglich diesen mit Ergebnissen einer 16S-
rRNA-Amplikon-Sequenzierung. In der Kultur konnten bei 18 CRS-Patienten und 
16 Kontrollpersonen insgesamt 141 verschiedene Bakterientaxa nachgewiesen 
werden. Dabei wurde eine geringe Übereinstimmung zwischen kulturell und 
molekularbiologisch erhobenen Daten beobachtet. Mittels Sequenzierung konnte 
zwar eine größere Anzahl bakterieller Taxa detektiert werden als durch kulturelle 
Anzüchtung. Die Differenzierung bis auf Speziesebene gelang bei den 
Kulturisolaten jedoch bei 96,9%, bei den auf Sequenzanalyse basierend 
bestimmten Taxa allerdings nur bei 26,6%. Daher schlussfolgern die Autoren, 
dass auch kultur-basierte Techniken unabdingbar für die exakte Beschreibung des 
Mikrobioms sind (KASPAR et al., 2015).  
2.2. Molekularbiologische Untersuchungsmethoden 
Um die Lücke im Nachweis von Bakterien, die durch mangelnde Kultivierbarkeit 
vieler Spezies entsteht, zu schließen, stehen molekularbiologische Methoden zur 
Verfügung, die kultur-unabhängig auf der Analyse bakterieller DNA und RNA 
basieren (AMANN et al., 1995). 
2.2.1. Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
Zur in-vitro-Amplifikation von bakterieller DNA hat sich die Polymerase-
Kettenreaktion (PCR) etabliert (MULLIS et al., 1986; SAIKI et al., 1988). Diese 
ist auch Teil der im folgenden Kapitel beschriebenen Hochdurchsatz-
Sequenzierungstechnologien. Zum Nachweis von Bakterienspezies mittels PCR 
wird das Gen der bakteriellen 16S-ribosomalen Ribonukleinsäure (16S-rRNA) 
genutzt. Mithilfe der PCR ist es möglich, aus einer Probe, die gemischte DNA 
enthält, selektiv bakterielle 16S-rRNA-Fragmente zu amplifizieren (AMANN et 
al., 1995). Die doppelsträngige DNA wird zunächst unter Hitzeeinwirkung 
denaturiert, danach erfolgt die Anlagerung der Primer im konservierten Bereich 
der 16S-rRNA (SCHUMANN, 2011). Mithilfe einer DNA-Polymerase werden 
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die DNA-Fragmente anschließend in mehreren Zyklen amplifiziert (SAIKI et al., 
1988).  
Im Bereich der quantitativen Beschreibung eines Mikrobioms stößt die 
Sequenzierungstechnologie an Grenzen. Mit ihr ist nur eine Schätzung der 
relativen Häufigkeit bakterieller Taxa, nicht jedoch eine absolute Angabe der 
Bakteriendichte möglich. Hierfür ist die quantitative PCR (qPCR) Methode der 
Wahl (TAKAI & HORIKOSHI, 2000). Mithilfe eines in die Reaktion 
eingebrachten Fluoreszenzfarbstoffs wird die Menge an amplifizierter DNA 
gemessen. Daraus kann auf die Menge an initial vorhandener bakterieller DNA 
geschlossen werden (BRUNSTEIN, 2013). Die qPCR ist allerdings auf bereits 
bekannte Proben limitiert. Sind die entsprechenden bakteriellen DNA-Sequenzen 
noch nicht bekannt, lassen sie sich mittels qPCR nicht detektieren und 
quantifizieren (SU et al., 2012). 
Mit der Durchführung einer PCR sind einige typische Fehlerquellen und Artefakte 
assoziiert (HUGENHOLTZ et al., 1998; INGLIS et al., 2012). So kommt der 
Auswahl der Primer entscheidende Bedeutung zu (SUZUKI & GIOVANNONI, 
1996). Außerdem können sich während des PCR-Zyklus chimärenartige 
Sequenzen formieren, die die nachfolgende Analyse ebenso erschweren 
(KOPCZYNSKI et al., 1994), wie mögliche Kontaminanten (TANNER et al., 
1998). 
2.2.2. Sequenzierungstechnologien 
Die Erkenntnis, dass die Erfassung bakterieller Diversität mittels kultur-basierter 
Methoden nur unzureichend möglich ist, führte seit den 1980er Jahren zur 
Entwicklung alternativer Methoden, die auf der Analyse von 16S-rRNA-
Sequenzen basieren (OLSEN et al., 1986; WARD et al., 1990; AMANN et al., 
1995). Aus ersten Verfahren zur Sequenzierung von DNA (SANGER & 
COULSON, 1975; MAXAM & GILBERT, 1977; SANGER et al., 1977), die mit 
zu großem materiellen, zeitlichen und finanziellen Aufwand verbunden waren, um 
flächendeckend eingesetzt zu werden (METZKER, 2005), entwickelten sich die 
sogenannten Next-Generation-Sequencing-Technologien (VAN DIJK et al., 
2014). Dabei handelt es sich um Hochdurchsatz-Sequenzierungsverfahren, bei 
welchen aus einer Probe parallel mehrere Millionen Sequenzen generiert werden 
können (TOROK & PEACOCK, 2012). Je nach Fragestellung stehen dafür 
verschiedene Verfahren zur Verfügung. 
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2.2.2.1. Amplikon-basierte 16S-rRNA-Sequenzierung 
Als Methode zur Untersuchung der bakteriellen Zusammensetzung einer Probe 
hat sich die 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzanalyse etabliert. Mithilfe dieses 
Verfahrens lassen sich weitaus mehr Bakterien nachweisen als mit 
konventionellen Methoden, die kulturbasiert oder mit herkömmlichen 
molekularen Methoden wie ausschließlich der PCR arbeiten (DOWD et al., 2008). 
Viele Mikroorganismen, die mittlerweile als Bestandteil des humanen oder 
caninen Mikrobioms bekannt sind und derart an ihre spezifische Mikroumwelt 
angepasst sind, dass sie unter Laborbedingungen bisher nicht kultivierbar waren 
(AURORA et al., 2013), können mittels 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzanalyse 
erfasst werden.  
Das Verfahren beruht auf der Analyse der small subunits (16S-Untereinheit) der 
ribosomalen Ribonukleinsäure (rRNA) der Bakterien (DOWD et al., 2008). Diese 
für Prokaryoten spezifische Untereinheit der rRNA bildet zusammen mit 
verschiedenen Proteinen die bakteriellen Ribosomen. Sie hat eine Größe von etwa 
1500 Nukleotiden und enthält neben mehreren konservierten auch neun variable 
Bereiche, die zur Identifizierung der Spezies herangezogen werden können 
(SCHUMANN, 2011). Die variablen Bereiche sind zwischen 50 und 100 
Basenpaare lang (LIAO, 2000). Die im Rahmen der vorliegenden Studie 
durchgeführte 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzierung mittels Illumina MiSeq-
Plattform nutzt die Amplifikation der variablen V4-Region der bakteriellen RNA 
zur Speziesidentifikation. Dabei finden Primerpaare Verwendung, die nach 
Denaturierung Basenpaare mit flankierenden konservierten Bereichen der 
isolierten RNA bilden. Auf diese Weise kann die 16S-rRNA von verschiedensten 
Bakterien amplifiziert werden. Die extrahierte DNA durchläuft zunächst 30 PCR-
Zyklen bei 94°C über eine Dauer von drei Minuten, danach 28 Zyklen bei 94°C 
über 30 Sekunden, 53°C über 40 Sekunden und 72°C über eine Minute, bevor 
abschließend eine Elongation bei 72°C über fünf Minuten durchgeführt wird. Der 
erfolgreiche Ablauf der Amplifikation wird in 2%-Agarosegel überprüft. Die 
entstandenen Amplifikate werden sequenziert und die Ergebnisse mit den bereits 
bekannten 16S-rRNA-Sequenzen einer Datenbank abgeglichen. Dadurch ist eine 
Einordnung der nachgewiesenen taxonomischen Einheiten in einen 
phylogenetischen Stammbaum möglich. Operational Taxonomic Units (OTUs) 
gelten als nachgewiesen, wenn die Sequenzen der Probe zu mindestens 97% mit 
der entsprechenden Einheit in der Datenbank des Programms Qantitative Insights 
Into Microbial Ecology (QIIME) übereinstimmen (CAPORASO et al., 2010). 
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Andere Datenbanken, die große Mengen an bekannten 16S-rRNA-Sequenzen 
enthalten und die zur phylogenetischen Zuordnung genutzt werden können, sind 
etwa Greengenes (DESANTIS et al., 2006) oder RDP (ribosomal database 
project) (COLE et al., 2014).  
Auch die Amplikon-basierte Sequenzierung der 16S-rRNA-Gene birgt allerdings 
Limitationen und Quellen der Ergebnisverzerrung (STALLMACH & 
VEHRESCHILD, 2016). Zwischen verschiedenen Bakterienspezies, aber auch 
innerhalb unterschiedlicher Stämme derselben Spezies (ACINAS et al., 2004), 
kann es zu Variationen bei der Anzahl der Kopien des 16S-rRNA-Gens kommen 
(KLAPPENBACH et al., 2001), was zu einem gewissen Bias in der Analyse 
führen kann (VETROVSKY & BALDRIAN, 2013). Durch Auswahl der Primer 
für die Amplifikation kann es zu einer Selektion und damit zur Unter- oder 
Überrepräsentation bestimmter Bakterienspezies kommen (KLINDWORTH et al., 
2013). Da es aufgrund der Länge der entstehenden Sequenzen auf Illumina-
Plattformen nicht möglich ist, das gesamte 16S-rRNA-Gen abzudecken, 
beschränkt man sich mit der Auswahl der Primer auf einen Abschnitt. Die 
variablen Regionen V1-V3 oder V3-V5 unterscheiden sich aber hinsichtlich der 
Fähigkeit zur Trennung verschiedener Bakterienspezies (CLAESSON et al., 2010; 
JUMPSTART CONSORTIUM HUMAN MICROBIOME PROJECT DATA 
GENERATION WORKING GROUP, 2012). Um die Genauigkeit zu erhöhen, ist 
anzustreben, das 16S-rRNA-Gen möglichst vollständig zu sequenzieren, 
gegebenenfalls durch die Sequenzierung mehrerer variabler Regionen (YARZA et 
al., 2014). Bei einigen bakteriellen Taxa ist die Identifizierung bis auf 
Speziesebene basierend auf der 16S-rRNA-Sequenzanalyse nicht möglich, da das 
Gen bei diesen Spezies eine sehr hohe Homologie aufweist (JANDA & ABBOTT, 
2007).  
2.2.2.2. Metagenom-Shotgun-Sequenzierung 
Eine alternative Sequenzierungsmethode, die sich nicht auf ein Zielgen wie das 
16S-rRNA-Gen beschränkt, ist die Metagenom-Shotgun-Sequenzierung 
(THOMAS et al., 2012). Dabei wird sämtliche in einer Probe enthaltene DNA 
extrahiert, fragmentiert und anschließend sequenziert, ohne dass dafür eine 
vorherige PCR-Amplifikation notwendig ist. Dadurch wird die komplette 
genetische Information der Probe sequenziert (TRINGE & HUGENHOLTZ, 
2008). Auch auf diesem Weg ist es möglich, Aussagen zur Taxonomie der 
vorhandenen Bakterien zu treffen. So können aus den Metagenom-Datensätzen 
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die 16S-rRNA-Sequenzinformationen extrahiert werden, die eine Zuordnung zu 
bakteriellen Taxa erlauben (LOGARES et al., 2014; PORETSKY et al., 2014; 
GUO et al., 2015; RANJAN et al., 2016). Alternativ können alle generierten 
Sequenzen definierten taxonomischen Gruppen zugeordnet werden, woraus dann 
die mikrobielle Zusammensetzung der Probe abzuleiten ist (SHARPTON, 2014). 
Zusätzlich ermöglicht die Metagenomsequenzierung auch eine funktionelle 
Analyse, etwa die Rekonstruktion metabolischer Stoffwechselwege bei 
bestimmten Erkrankungen (GREENBLUM et al., 2012), sowie den Nachweis von 
Pathogenitätsfaktoren, Toxin- oder Antibiotikaresistenzgenen (WANG et al., 
2015; WILLMANN et al., 2015). Bei entsprechendem DNA-Extraktionsprotokoll 
können aus der Probe auch Informationen zu Viren, Phagen, Pilzen (NORMAN et 
al., 2014) und Parasiten (PALLEN, 2014) gewonnen werden.  
Die Auswertung der Daten kann bei der Metagenom-Shotgun-Sequenzierung 
allerdings dadurch erschwert sein, dass, bedingt durch die Sequenzierung der 
kompletten DNA in der Probe, viele der generierten Sequenzen keine 
Informationen für die Bestimmung der bakteriellen Zusammensetzung beinhalten. 
Daher müssen oft mehr Sequenzen als bei der Amplikon-basierten 16S-rRNA-
Sequenzierung erstellt werden, um ausreichend taxonomisch verwertbare 
Informationen zu erhalten (WANG et al., 2015). Außerdem erfordert diese 
Methodik aufgrund der sehr großen Datenmengen entsprechende Kapazitäten im 
Bereich der Datenspeicherung sowie der bioinformatischen Auswertung und 
Interpretation (SHARPTON, 2014). 
3. Mikrobiom in der Nasenhöhle des Menschen 
Im Gegensatz zur Veterinärmedizin ist das humane nasale Mikrobiom Gegenstand 
zahlreicher Forschungsarbeiten und mittlerweile sowohl beim gesunden 
Menschen als auch bei Patienten mit Erkrankungen der Nasenhöhle mittels 
Sequenzanalyse untersucht und beschrieben. 
3.1. Mikrobielle Gemeinschaften in der Nasenhöhle gesunder Menschen 
Die bakterielle Besiedelung der gesunden Nasenschleimhaut wurde unter 
verschiedenen Aspekten untersucht. Bei der Definition und Beschreibung des 
nasalen Mikrobioms ist zu bedenken, dass die oberen Atemwege eine Vielzahl 
verschiedener anatomischer Nischen mit unterschiedlicher epithelialer Oberfläche 
auf relativ engem Raum bieten. Während im anterioren Vestibulum Plattenepithel 
mit Vibrissen, Talg- und Schweißdrüsen vorhanden ist, zeichnet sich das 
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respiratorische Epithel der Nasenhöhle durch hochprismatische Zellen mit 
Kinozilien und Becherzellen aus, die kontinuierlich Mukus produzieren 
(WAGENMANN & NACLERIO, 1992). Die Funktion der oberen Atemwege 
umfasst das Filtern, Erwärmen und Anfeuchten der Atemluft (GEURKINK, 
1983). 
SHILTS und Mitarbeiter (2016) analysierten das Mikrobiom der Nase bei 33 
Neugeborenen im Alter von 5-140 Tagen. Die mikrobielle Gemeinschaft dieser 
Population bestand hauptsächlich aus Firmicutes (53,5 %), Actinobacteria 
(30,6 %), Proteobacteria (12,2 %) und Bacteroidetes (3,5 %). Insgesamt wurde in 
dieser Studie 328 Genera identifiziert, wobei Corynebacterium (28,4 %), 
Streptococcus (21, 9 %), Staphylococcus (20,4 %), Dolosigranulum (5,5 %) und 
Moraxella (4,4 %) die häufigsten Genera darstellten.  
Eine ähnliche Zusammensetzung des Mikrobioms ließ sich auch in der 
Nasenhöhle Erwachsener nachweisen. Bei der Mehrheit der Probanden 
dominierten Actinobacteria und Firmicutes, in einigen Fällen auch Proteobacteria. 
Die am häufigsten detektierten Familien der Actinobacteria waren 
Propionibacteriaceae sowie Corynebacteriaceae (FRANK et al., 2010; BASSIS 
et al., 2014). Proteobacteria sind beim Menschen eher im kutanen als im nasalen 
Mikrobiom anzutreffen (LEMON et al., 2010). In einer weiteren Studie mit 28 
Personen ohne Rhinitis-Anzeichen wurden Staphylococcus aureus, 
Staphylococcus epidermidis und Propionibacterium acnes als Hauptvertreter des 
Mikrobioms im Meatus nasi medius identifiziert, zusammen mit einigen potentiell 
pathogenen Keimen, die typischerweise im Nasopharynx nachgewiesen werden, 
wie Streptococcus pneumoniae, Neisseria meningitidis, Haemophilus influenzae, 
Moraxella catarrhalis, Stenotrophomonas maltophilia, Streptococcus sp., 
Enterobacter sp., Fusobacterium sp. sowie einige anaerobe Spezies des Stammes 
Bacteroidetes (RAMAKRISHNAN et al., 2013). Die Autoren schließen daraus, 
dass diese Bakterien entweder nicht notwendigerweise pathogen sind, oder dass 
einzelne Individuen als Träger fungieren, bei denen es unter bestimmten 
Bedingungen zur Vermehrung dieser Spezies und infolgedessen zur Erkrankung 
kommt (RAMAKRISHNAN et al., 2013). Schon ältere, kultur-basierte 
Untersuchungen zeigten, dass Gram-negative Bakterien im Gegensatz zum 
Oropharynx in der Nasenhöhle nicht nachweisbar sind (RASMUSSEN et al., 
2000). 
Beim Vergleich des nasalen mit dem oralen Mikrobiom wird deutlich, dass sich 
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beide signifikant unterscheiden. So waren etwa OTUs aus der Familie der 
Staphylococcaceae in allen Nasenabstrichen einer gesunden Studienpopulation 
nachweisbar und machten einen Anteil von bis zu 55% aus. In der Mundhöhle 
dagegen wurden kaum Staphylococcaceae gefunden (BASSIS et al., 2014). 
LEMON und Mitarbeiter (2010) beschreiben für den Bereich der Nasenlöcher 
eine inverse Korrelation zwischen der Prävalenz der Familie Staphylococcaceae 
(Firmicutes), zu der bedeutende Pathogene gehören, und den Familien 
Corynebacteriaceae und Propionibacteriaceae (beides Actinobacteria), die als 
harmlose Kommensalen gelten. Auch das Lungenmikrobiom des gesunden 
Menschen hat nur wenig mit dem nasalen Mikrobiom gemein (BASSIS et al., 
2015).  
Der Aspekt der Unterschiede zwischen verschiedenen Lokalisationen in den 
oberen Atemwegen eines Individuums wurde in einer Studie von YAN und 
Mitarbeitern (2013) näher beleuchtet. Bei zwölf gesunden Probanden wurden 
Nares, Meatus nasi medius und sphenoethmoidaler Recessus viermal innerhalb 
von drei Wochen beprobt. Dabei konnte gezeigt werden, dass das Mikrobiom 
hochindividuell, aber im zeitlichen Verlauf stabil ist. Die Mikrobiota im Bereich 
des mittleren Nasengangs und des sphenoethmoidalen Recessus waren nahezu 
identisch, während die der Nares sich signifikant davon unterschieden.  
 
3.2. Mikrobielle Gemeinschaften in der Nasenhöhle erkrankter 
Menschen 
Für zahlreiche Erkrankungen des oberen Respirationstrakts beim Menschen 
belegen Studien Veränderungen im Mikrobiom der betroffenen Individuen. Die 
respiratorischen Erkrankungen des Hundes, die Gegenstand dieser Arbeit sind, 
kommen äquivalent auch in der Humanmedizin vor. Da ähnliche Mechanismen, 
die zu Abweichungen in der bakteriellen Besiedelung in der Nasenhöhle 
erkrankter Menschen führen, auch beim Hund denkbar sind, soll das humane 
nasale Mikrobiom an dieser Stelle vergleichend herangezogen werden. 
3.2.1. Sinonasale Neoplasien 
Neoplastische Erkrankungen von Nasenhöhle und paranasalen Sinus treten beim 
Menschen verhältnismäßig selten auf (LUND et al., 2010). Einer älteren Studie 
zufolge beträgt der Anteil sinonasaler Tumore an allen malignen Neoplasien 
weniger als 1% (TUFANO et al., 1999). Die Inzidenz wurde für verschiedene 
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Patientenkollektive untersucht. Sie wird mit 0,5-1 Neuerkrankungen pro 100.000 
Einwohner im Jahr in der italienischen Bevölkerung angegeben (MAGNANI et 
al., 1989), bei der männlichen Bevölkerung Japans treten etwa 2,5 Fälle pro 
100.000 Einwohnern jährlich auf (MUIR & NECTOUX, 1980). Epidemiologische 
Untersuchungen zeigten, dass sinonasale Neoplasien etwa doppelt so häufig bei 
Männern wie bei Frauen vorkommen (ZYLKA et al., 2008), 75% der Patienten 
erkranken im Alter von über 50 Jahren (OLSEN, 1997). Die häufigste epitheliale 
nasale Neoplasie ist das Plattenepithelkarzinom, gefolgt vom adenoid-zystischen 
Karzinom und dem Adenokarzinom (BATSAKIS, 1979). Seltener treten maligne 
Lymphome auf (VIDAL et al., 1999); auch andere Tumore wie Melanome 
(GILAIN et al., 2014), Olfaktoriusneuroblastome (THEILGAARD et al., 2003), 
Osteosarkome (HA et al., 1999) und Chondrosarkome (DOWNEY et al., 2001) 
sind beschrieben. Als Risikofaktoren für die Entstehung nasaler Malignome gelten 
die Exposition gegenüber Holzstaub (ACHESON et al., 1968), Chemikalien wie 
Chrom- und Nickelverbindungen (COMBA & BELLI, 1992), Textilfaserstaub 
(LUCE et al., 1992) sowie Tabakkonsum (ZHU et al., 2002). Untersuchungen zu 
mikrobiologischen Faktoren beschränken sich in erster Linie auf virale 
Komponenten. So untersuchten verschiedene Studien das Vorkommen humaner 
Papillomaviren (HPV) bei Patienten mit Tumoren der Nasenhöhle (SYRJANEN, 
2003; GOVINDARAJ & WANG, 2014). Es wird angenommen, dass HPV-
infizierte invertierte Papillome der Nasenhöhle eher zur Transformation in 
Karzinome neigen als benigne Veränderungen, in denen keine Virus-DNA 
nachgewiesen werden kann (GOVINDARAJ & WANG, 2014). Untersuchungen 
zum bakteriellen Mikrobiom von Nasenhöhle und paranasalen Sinus bei Patienten 
mit malignen Tumorerkrankungen in diesem Bereich existieren bisher nicht. 
3.2.2. Chronische Rhinosinusitis 
Eine bedeutend größere Rolle als Neoplasien der Nasenhöhle spielen beim 
Menschen chronisch-entzündliche Erkrankungen wie die chronische 
Rhinosinusitis (CRS). Diese ist den Leitlinien der International Rhinologic 
Society zufolge definiert als Entzündung der Nasen- und Nebenhöhlen, bei der 
zwei oder mehr der folgenden Symptome auftreten: nasale Obstruktion, 
Nasenausfluss, Einschränkung des Riechvermögens sowie Schmerz und 
Druckgefühl im Gesichtsbereich. Endoskopische Befunde sind Polypen, 
mukopurulenter Ausfluss im Meatus nasi medius sowie Ödematisierung und 
obstruierende Schwellung der nasalen Mukosa. In der Computertomographie 
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können Schleimhautveränderungen in Sinus und ostiomeatalem Komplex 
dargestellt werden. Von einer chronischen Erkrankung spricht man, wenn die 
Erkrankung über mindestens 12 Wochen besteht (FOKKENS et al., 2012). Die 
Prävalenz der CRS beträgt zwischen 4,5% und 12% und stellt damit eine 
erhebliche individuelle und gesellschaftliche Belastung dar (DECONDE & 
SOLER, 2016).  
Die Pathogenese dieser Erkrankung ist, ähnlich wie die der chronischen Rhinitis 
des Hundes (WINDSOR & JOHNSON, 2006), nicht vollständig geklärt 
(STEVENS et al., 2015). Eine mögliche Beteiligung des nasalen Mikrobioms ist 
Gegenstand zahlreicher Untersuchungen. Auf der einen Seite existiert die 
Hypothese, dass Imbalancen im nasalen Mikrobiom sowie die Besiedelung der 
Nasenschleimhaut mit pathogenen Erregern ursächlich an der Entstehung des 
Krankheitsbildes CRS beteiligt sind. Andererseits wird angenommen, dass es 
durch die Dysfunktion der immunologischen Barriere, die Entzündung des 
Epithels und die Gewebezerstörung im Bereich der Nasennebenhöhlen, die aus 
allergisch oder nicht-allergisch bedingter Entzündung entstehen kann, erst zur 
Dysbiose und bakteriellen Überwucherung kommt, was in der Folge die 
Entzündungsreaktion weiter vorantreibt (MAHDAVINIA et al., 2016).  
Verschiedene Studien weisen einerseits eine insgesamt höhere Bakterienlast in der 
Nasenhöhle von Probanden mit CRS nach (ABREU et al., 2012; BOASE et al., 
2013), andererseits ist die bakterielle Diversität in der chronisch-entzündlichen 
Nasenhöhle vermindert (STEPHENSON et al., 2010; FEAZEL et al., 2012; 
BOASE et al., 2013). Andere Autoren dagegen kommen zu dem Ergebnis, dass 
Variationen der nasalen Mikrobiota eher individuell bedingt als Erkrankungen 
oder unterschiedlichen Probennahme-Lokalisationen geschuldet sind (BISWAS et 
al., 2015). In einem anderen untersuchten Patientenkollektiv war die bakterielle 
Diversität bei CRS-Patienten sogar höher als bei gesunden Probanden (AURORA 
et al., 2013). STEPHENSON und Mitarbeiter (2010) widmeten sich dem 
Nachweis von Mikroorganismen aus nasalen Schleimhautbiopsien von CRS- und 
Kontrollpatienten, die aufgrund nicht CRS-assoziierter Indikationen im Bereich 
der Nasennebenhöhlen operiert wurden. Verglichen mit der konventionellen 
Kultur wurden mittels Sequenzierung deutlich mehr Mikroorganismen 
nachgewiesen, wobei anaerobe Spezies sowie Staphylococcus aureus bei 
Menschen mit Nasenerkrankungen vorherrschend waren. Staphylococcus, 
Corynebacterium und Propionibacterium sind jedoch auch bei gesunden 
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Individuen präsent (STEPHENSON et al., 2010; FEAZEL et al., 2012). In einer 
Studie von STRESSMANN und Mitarbeitern (2011), die kultur-unabhängig 
mittels 16S-rRNA-Sequenzierung und anschließender terminaler 
Restriktionsfragmentlängenpolymorphismus-Analyse (T-RFLP) das Mikrobiom 
in Gewebe- und Mukusproben von 43 CRS-Erkrankten untersuchte, wurden 34 
verschiedene Bakteriengattungen nachgewiesen. Überwiegend waren die 
Gattungen Pseudomonas, Citrobacter, Haemophilus, Propionibacterium, 
Staphylococcus und Streptococcus vertreten; Pseudomonas aeruginosa stellte die 
häufigste Spezies dar. In diese Studie wurde jedoch keine Kontrollgruppe 
einbezogen. Unterschiede in der mikrobiellen Zusammensetzung in der 
Nasenhöhle zwischen CRS-Patienten und gesunden Menschen wiesen unter 
anderem FEAZEL und Mitarbeiter (2012) nach. So unterschied sich die Prävalenz 
von Sequenzen, die der Spezies Staphylococcus aureus zuzuordnen sind, nicht 
zwischen gesunden und kranken Individuen, die relative Häufigkeit war bei CRS-
Patienten jedoch erhöht. Diese Beobachtung wurde in einer Untersuchung von 
BOASE und Mitarbeitern (2013), die sich der PCR kombiniert mit Elektrospray-
Ionisations-Massenspektrometrie sowie der Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung 
bediente, bestätigt. Einzelnen bakteriellen Taxa wie etwa Lactobacillus sakei wird 
eine protektive Wirkung zugeordnet, während für Corynebacterium 
tuberculostericum eine pathogene Rolle angenommen wird, was in einer 
Untersuchung im Maus-Modell bestätigt wurde (ABREU et al., 2012). Auf 
Stammesebene ist die Häufigkeit von Bacteroidetes bei CRS-Patienten 
vermindert, während Proteobacteria und Firmicutes vermehrt nachgewiesen 
werden. Auf Genusebene sind Prevotella spp. stärker bei gesunden Menschen, 
Staphylococcus spp. dagegen bei erkrankten Personen, insbesondere bei CRS und 
gleichzeitig auftretenden nasalen Polypen, vertreten (CHOI et al., 2014b). Die 
kausale Zuordnung einzelner bakterieller Taxa zur Pathogenese chronisch-
entzündlicher nasaler Erkrankungen ist anhand der bisherigen Datenlage jedoch 
nicht möglich (ANDERSON et al., 2016). 
Eine sinonasale Dysbiose bei Patienten mit idiopathischer CRS wird in einer 
aktuellen Studie von HOGGARD und Mitarbeitern (2017) beschrieben. Sowohl 
bei Menschen mit gesunden als auch mit chronisch-entzündlich veränderten 
Nasennebenhöhlen dominieren die Gattungen Corynebacterium und 
Staphylococcus das nasale Mikrobiom, zusammen mit zahlreichen weiteren 
Gattungen wie Streptococcus, Haemophilus und Moraxella. Als dysbiotisch 
werden in dieser Arbeit variable Bakteriengemeinschaften beschrieben, die von 
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Staphylococcus, Streptococcus, Haemophilus, Pseudomonas, Moraxella oder 
Fusobacterium bestimmt sind. Sie zeichnen sich durch Veränderungen in der 
Struktur der bakteriellen Besiedelung, verminderte Diversität und erhöhte 
bakterielle Gesamtlast aus. Besonders häufig treten dysbiotische Zustände bei 
Individuen mit Komorbiditäten wie Asthma bronchiale oder zystischer Fibrose 
auf.  
AURORA und Mitarbeiter (2013) verglichen das Mikrobiom in Lavageflüssigkeit 
aus dem Meatus nasi medius bei CRS-Patienten und Kontrollpersonen ohne 
Anzeichen für entzündliche Veränderungen der nasalen Schleimhaut. Qualitativ 
stellte sich eine sehr ähnliche Bakteriengemeinschaft dar, in beiden Gruppen war 
ein bisher nicht kultivierter Vertreter der Cyanobakterien vorherrschend. Die 
bakterielle Diversität war jedoch bei Menschen mit chronisch entzündlich 
veränderter Nasenschleimhaut signifikant größer; die Anzahl der nachgewiesenen 
Bakterien war in allen Phyla bei CRS-Patienten höher als in der Kontrollgruppe. 
Des Weiteren wurden im Rahmen dieser Studie detaillierte Untersuchungen zur 
Immunantwort der Patienten auf das Mikrobiom durchgeführt. Mittels 
Durchflusszytometrie wurden der Gehalt an Immunzellen in Spülproben aus dem 
Meatus nasi medius von CRS-Patienten und gesunden Kontrollpersonen 
bestimmt. Cytokine und Chemokine wurden mit Hilfe des Multiplex-ELISA-
Verfahrens gemessen. Die Ergebnisse dieser Untersuchungen zeigen, dass bei 
CRS-Patienten TH2-Cytokine signifikant erhöht und Interleukin (IL)-8 signifikant 
erniedrigt ist. Zur Bestimmung der Immunantwort der Leukozyten aus dem 
peripheren Blut von CRS-Erkrankten wurden diese mit der Lavageflüssigkeit von 
gesunden Individuen kultiviert und die IL-5-Sekretion, die das Maß für die TH2-
Antwort darstellt, mittels ELISpot-Assay bestimmt. Die daraus resultierenden 
Daten stützen die Theorie, dass CRS in einigen Fällen durch eine überschießende 
Immunantwort auf kommensale Mikroorganismen ausgelöst wird. 
Ein Aspekt, den JOSS und Mitarbeiter (2015) zu bedenken geben, ist die 
insuffiziente Abbildung des nasalen Mikrobioms bei Beprobung einer einzelnen 
Lokalisation. Zwar erfassen Tupferproben die Mikrobiota hinreichend, die 
Unterschiede, die sich beim Vergleich verschiedener paranasaler Sinus innerhalb 
eines Individuums zeigen, machen jedoch deutlich, dass eine große Heterogenität 
in der Besiedelung unterschiedlicher anatomischer Lokalisationen besteht.  
Verschiedene Autoren widmen sich außerdem der Fragestellung, inwieweit 
therapeutische Maßnahmen das sinonasale Mikrobiom beeinflussen. Die 
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Auswertung von Sequenzanalysedaten von 56 CRS-Patienten und 26 
Kontrollpersonen von RAMAKRISHNAN und Mitarbeiter (2015) ergab, dass 
hinsichtlich der Biodiversitätsindices keine signifikanten Unterschiede zwischen 
den Gruppen festzustellen waren. Als Faktoren, die mit einer Veränderung der 
mikrobiellen Zusammensetzung einhergehen, wurden das Vorhandensein von 
purulenter Sekretion zum Zeitpunkt der Probensammlung sowie eine gleichzeitig 
vorliegende Asthma-Erkrankung identifiziert. Des Weiteren wurde in diese Studie 
das Outcome nach chirurgischer Intervention einbezogen. So war das 
Behandlungsergebnis der endoskopischen Sinuschirurgie bei den Patienten 
signifikant besser, deren Mikrobiom zum Zeitpunkt der Operation eine hohe 
Diversität, sowie eine hohe relative Häufigkeit an Actinobacteria aufwies. Eine 
andere Arbeit zur Auswirkung chirurgischer Therapie der CRS kam zu dem 
Ergebnis, dass die Diversität des sinonasalen Mikrobioms postoperativ geringer 
war als zuvor (CLELAND et al., 2016). Sechs Wochen post operationem weist 
das Mikrobiom im ethmoidalen Sinus die größte Ähnlichkeit mit dem Mikrobiom 
der anterioren Nares auf (HAUSER et al., 2016). 
Neben chirurgischen Therapiemöglichkeiten wird die CRS häufig antibiotisch 
behandelt (LIU et al., 2013a; MERKLEY et al., 2015). Die Auswirkungen 
systemischer und topisch angewandter antimikrobieller Wirkstoffe sowie neue 
Erkenntnisse zum Einsatz von Probiotika wurden in vorangegangenen Kapiteln 
erläutert.  
3.2.3. Allergische Rhinitis 
Auch für die allergische Rhinitis gibt es Untersuchungen zum nasalen Mikrobiom 
(CHOI et al., 2014a; YU et al., 2015). Der Einfluss, den Mikroben auf die 
Entwicklung und Aufrechterhaltung der Funktion des Immunsystems haben, ist 
bereits seit langer Zeit bekannt (STRACHAN, 1989; MAHDAVINIA et al., 
2016). Aufgrund der Annahme, dass die Auseinandersetzung des Immunsystems 
mit einer großen Zahl an Mikroorganismen einen protektiven Effekt gegen die 
Ausbildung von Allergien hat, entstand die sogenannte Hygiene-Hypothese 
(BACH, 2002). CHOI und Mitarbeiter (2014a) verglichen das bakterielle 
Mikrobiom bei Menschen mit saisonaler allergischer Rhinitis, die auf 
Gräserpollen reagierten, mittels T-RFLP mit dem von gesunden Probanden. In 
Proben aus dem Meatus nasi medius wurde bei Patienten mit allergischer Rhinitis 
während der Pollenflugsaison eine signifikant höhere bakterielle Diversität und 
eine größere Bandbreite an Mikroorganismen festgestellt. Außerdem konnte eine 
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positive Korrelation zwischen bakterieller Diversität und Zahl der eosinophilen 
Granulozyten in nasaler Lavageflüssigkeit belegt werden. In Proben aus dem 
Vestibulum nasi dagegen wurden keine signifikanten Unterschiede zwischen den 
Gruppen gefunden. Die Auswirkungen des Aufwachsens in keimarmer 
Umgebung im Hinblick auf die Allergieentwicklung wurden auch im 
Nagermodell untersucht (YU et al., 2015). Mittels Ovalbumin-Sensibilisierung 
wurde eine allergische Reaktion und zelluläre Infiltration in den Atemwegen von 
spezifisch pathogen-freien (SPF) Ratten und Kontrolltieren ausgelöst. Die 
bakterielle Diversität in den Atemwegen der SPF-Tiere war signifikant 
vermindert, bei den Kontrolltieren waren die Bakterienstämme Proteobacteria und 
Bacteroidetes signifikant stärker vertreten. Klinisch zeigten die SPF-Ratten 
stärkere allergie-assoziierte Symptome, eine höhere Immunglobulin E (IgE)- 
Produktion und eine höhere Gesamtleukozytenzahl. Die Autoren folgern daraus, 
dass das Aufwachsen in einem exzessiv hygienischen Umfeld eine verminderte 
bakterielle Diversität in den Atemwegen bedingt, was zu erhöhter 
Allergieanfälligkeit führt.  
4. Mikrobiom in der Nasenhöhle von Hunden 
Die bakterielle Besiedelung der Nasenhöhle von Hunden ist Gegenstand mehrerer 
Studien, die sich verschiedener Methoden zum Nachweis von Mikroorganismen 
bedienen. Im folgenden Kapitel soll ein Überblick über den Stand der Forschung 
sowohl bei gesunden Tieren als auch bei Hunden mit nasalen Erkrankungen 
gegeben werden. 
4.1. Mikrobielle Gemeinschaften in der Nasenhöhle gesunder Hunde  
Um pathologische Abweichungen zu erkennen, ist es zunächst von großer 
Bedeutung, den physiologischen Zustand zu kennen. Etliche Autoren widmeten 
sich daher dem Nachweis der Mikrobiota der Nasenschleimhaut bei gesunden 
Hunden. 
4.1.1. Kultur-basierte Untersuchungen 
Einige ältere Studien untersuchten die aerobe und anaerobe 
Bakteriengemeinschaft in der Nase des Hundes mittels Anzüchtung auf 
verschiedenen Nährmedien. Die Anzahl der differenzierten Spezies lag bei diesen 
Untersuchungen zwischen 20 und 53 in der gesamten Studienpopulation, wobei 
eine hohe individuelle Variabilität beobachtet wurde (SMITH, 1961; CLAPPER 
& MEADE, 1963; ABRAMSON et al., 1976; BALISH et al., 1977; BAILIE et al., 
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1978; ABRAMSON et al., 1980). Beim einzelnen Tier wurden in einer Studie von 
SMITH (1961), in der 100 gesunde Hunde eingeschlossen wurden, zwei bis drei 
isolierte Bakterienspezies beschrieben. BAILIE und Mitarbeiter (1978) 
untersuchten 50 Hunde, bei welchen mittels verschiedener Agarmedien insgesamt 
30 bakterielle Genera nachgewiesen werden konnten. Sie benannten Pasteurella 
multocida, Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis, Streptococcen 
der Gruppe D, Corynebacterium sp., Enterobacteria, Neisseria sp., Moraxella sp., 
Bacillus sp., IIj und EF-4, zwei nicht klassifizierte Gruppen aerober, Gram-
negativer Bakterien (SAPHIR & CARTER, 1976), als die am häufigsten 
kultivierten Mikroorganismen aus dem Nasensekret gesunder Hunde. Weitere 
Isolate, die in geringerer Häufigkeit nachgewiesen wurden, wurden in dieser 
Studie einer transienten Bakteriengemeinschaft zugeschrieben, d.h. diese Spezies 
sind kurzfristig in der Nasenhöhle nachweisbar, sind jedoch kein Bestandteil der 
hauptsächlich nachgewiesenen Bakteriengemeinschaft (BAILIE et al., 1978). 
CLAPPER und MEADE (1963) nutzen zwölf verschiedene Kulturmedien, um die 
bakterielle Gemeinschaft aus Nasentupfern von 25 Beagles anzuzüchten. Auch in 
dieser Studie dominierten Staphylokokken, die bei 100 % der Hunde gefunden 
wurden, sowie Streptokokken und Neisseria, die bei jeweils 92% der Tiere isoliert 
wurden. Bei einem geringeren Anteil der Tiere wurden Bacillus (56 %), 
Corynebacterium (40 %), Enterococcus (28 %) und Pseudomonas (24 %) 
detektiert (CLAPPER & MEADE, 1963). 
Andere Autoren (ABRAMSON et al., 1976; ABRAMSON et al., 1980) 
differenzierten in ihren Untersuchungen zwischen Beprobung des anterioren und 
posterioren Anteils der Nasenhöhle und wiesen so quantitativ und qualitativ 
unterschiedliche Bakterienpopulationen in den verschiedenen Bereichen dieser 
anatomischen Nische nach. In einer ersten Studie von ABRAMSON und 
Mitarbeitern (1976) wurden Proben aus diesen zwei Lokalisationen der 
Nasenhöhle von 37 Hunden auf aerobes und anaerobes Bakterienwachstum 
untersucht. Als Hauptbestandteile der caninen nasalen Bakteriengemeinschaft 
wurden von diesen Autoren Enterokokken und Staphylokokken beschrieben. Die 
bakterielle Besiedelung des kranialen Abschnitts der Nasenhöhle bestand dabei 
neben diesen beiden genannten Gram-positiven Gattungen zu 46% aus Gram-
negativen Bakterien. Insgesamt wurden hier 33 verschiedene Spezies detektiert. 
Die im kaudalen Anteil der Nasenhöhle nachgewiesenen Bakterien unterschieden 
sich davon signifikant, in dieser Region waren acht verschiedene Spezies, 
darunter vor allem nichtfermentative, Gram-negative Bakterien wie Pseudomonas 
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oder Acinetobacter zu finden, die im kranialen Abschnitt der Nasenhöhle nicht 
auftraten. In einer darauf folgenden Arbeit von ABRAMSON und Mitarbeitern 
(1980) konnten 25 verschiedene bakterielle Spezies aus anteriorer und posteriorer 
Nasenhöhle von 92 Hunden isoliert werden. Während im vorderen Bereich der 
Nasenlöcher bei allen Hunden jeweils mindestens zwei bakterielle Spezies 
nachgewiesen wurden, die überwiegend den Genera Streptococcus, Clostridia und 
Staphylococcus zuzuordnen waren, konnten im kaudalen Bereich der Nasenhöhle 
bei über der Hälfte der Tiere keine Bakterien gefunden werden. Dieser wurde 
daher bei den betreffenden Hunden als steril angesehen. 
BALISH und Mitarbeiter (1977) gingen außerdem der Frage nach, inwieweit 
Umweltbedingungen die nasale bakterielle Besiedelung von Hunden beeinflussen. 
Sie verglichen die Isolate aus Nasentupfern von Beagles, die im Labor unter 
sterilen Bedingungen gehalten wurden, mit denen von Kontrolltieren, die in einer 
offenen Haltungsumwelt lebten. Insgesamt wurden in dieser gesamten Population 
37 aerobe und teilweise anaerobe Bakterienspezies nachgewiesen. Die steril 
gehaltenen Hunde zeigten dabei eine größere Diversität der nasalen 
Bakteriengemeinschaft, in dieser Gruppe wurden 18 Mikroorganismen 
nachgewiesen, die bei den offen gehaltenen Hunden nicht auftraten, unter 
anderem auch vier verschiedene Hefepilzspezies (BALISH et al., 1977).  
4.1.2. Molekularer Nachweis einzelner Bakterienspezies 
Neuere Untersuchungen, die molekulare Nachweismethoden wie etwa die PCR 
anwenden, fokussieren sich meist auf einzelne potentiell pathogene 
Bakterienspezies wie etwa Staphylokokken (PAUL et al., 2012; WALTHER et 
al., 2012; WEDLEY et al., 2014) oder Mykoplasmen (SCHULZ et al., 2015) im 
Respirationstrakt von Hunden. In einer Studie von PAUL und Mitarbeitern (2012) 
wurde mittels PCR bei 27% von 119 gesunden Hunden Staph. intermedius in 
Nasentupfern nachgewiesen. Die Typisierung der Staphylokokkenspezies erfolgte 
in dieser Untersuchung mittels Pulsed-Field-Gelelektrophorese (PFGE). 
WALTHER und Mitarbeiter (2012) charakterisierten Coagulase-positive 
Staphylokokken aus Tupfern der Nasenhöhle von 108 gesunden Hunden und ihren 
Besitzern und kamen zu dem Schluss, dass das Zusammenleben mit Hunden einen 
möglichen Risikofaktor für die Besiedelung der menschlichen Nasenschleimhaut 
mit Staph. pseudintermedius darstellt. WEDLEY und Mitarbeiter (2014) 
sammelten in Tierarztpraxen im Vereinigten Königreich Nasentupfer von 724 
Hunden und wiesen in 55,1% davon molekularbiologisch Staphylokokken nach. 
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Dabei handelte es sich in 1% der Fälle um Methicillin-resistente Staph. aureus 
(MRSA), bei 6,5% um Methicillin-sensible Staph. aureus und 5,5% Methicillin-
resistente Coagulase-negative Staphylokokkken. Staph. pseudintermedius wurde 
in keinem Fall nachgewiesen. Beim Patientenkollektiv in dieser Untersuchung 
handelte es sich allerdings nicht ausschließlich um gesunde Tiere.  
4.1.3. Sequenzierung 
Im Gegensatz zu den zuvor erläuterten konventionellen Ansätzen konnte in 
Studien, die mit der Methodik der Sequenzierung arbeiteten, eine deutlich größere 
Vielfalt an Bakterien nachgewiesen werden, die die canine Nasenschleimhaut 
besiedeln. RODRIGUES HOFFMANN et al. (2014) schlossen in ihre 
Untersuchungen zum Mikrobiom der Haut beim Hund auch den mukokutanen 
Übergang im Bereich der Nasenlöcher von zwölf gesunden Tieren aus 
Privathaltung ein. Die Ergebnisse dieser Studie zeigen, dass diese Lokalisation 
von einer spezifischen mikrobiellen Gemeinschaft besiedelt ist, deren Beta-
Diversität (ein Maß für den Unterschied in der mikrobiellen Komposition 
verschiedener Proben) sich signifikant von anderen untersuchten Stellen im 
Bereich der behaarten Haut unterscheidet. Sie ist außerdem durch einen 
niedrigeren Speziesreichtum und niedrigere Alpha-Diversitätsindices 
gekennzeichnet. Die Alpha-Diversität, ein Maß für die Diversität innerhalb einer 
individuellen Probe, wird mit der Anzahl der nachgewiesenen Spezies, dem 
Shannon-Diversitätsindex, der Häufigkeit und Gleichmäßigkeit einer Spezies 
berücksichtigt (RODRIGUES HOFFMANN et al., 2014), und dem Chao1-Index, 
der dazu dient, die tatsächliche Spezies-Diversität einer Probe abzuschätzen 
(CHAO, 1984), beschrieben. Nachgewiesen wurden 17 Bakterienphyla, wobei 
Proteobacteria dominierend waren, gefolgt von Firmicutes, Actinobacteria, 
Bacteroidetes und Cyanobacteria. Gammaproteobacteria stellten die am 
häufigsten in der Nase identifizierte Klasse dar. Die Familie Moraxellaceae war 
mit einer medianen relativen Häufigkeit von 33,1% in der Nase signifikant 
häufiger vertreten als an anderen Lokalisationen. Die Vertreter dieser 
Bakterienfamilie wurden der Spezies Moraxella catharralis zugeordnet. 
Proteobacteria wurden auch in einer weiteren Studie, in der 16 gesunde Beagles 
einer Laborpopulation untersucht wurden, als Hauptbestandteil des caninen 
respiratorischen Mikrobioms identifiziert, wobei die relative Häufigkeit ihres 
Vorkommens vom oberen Respirationstrakt, also von der Nasenhöhle über den 
Oropharynx, zum unteren Respirationstrakt, gemessen in Bronchoalveolarlavage-
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Flüssigkeit (BALF), zunimmt (ERICSSON et al., 2016). Weitere in der 
Nasenhöhle häufig identifizierte Phyla in dieser Untersuchung waren Firmicutes, 
Fusobacteria, Bacteroidetes, Tenericutes sowie Actinobacteria. Die in dieser 
Studie außerdem mittels Phylogenetic Investigation of Communities by 
Reconstruction of Unobserved States (PICRUSt)-Software (LANGILLE et al., 
2013) durchgeführte Analyse der genetischen Kapazität der aus dem 
Respirationstrakt isolierten Bakterien zeigt, dass sie in der Lage sind, 
Stoffwechselwege wie Glyoxylat- und Citratzyklus zu nutzen. Dies ermöglicht 
ihnen das Überleben in einer nährstoffarmen Umgebung wie den Atemwegen 
(ERICSSON et al., 2016).  
In einer kürzlich veröffentlichten Studie von ISAIAH et al. (2017) wurde das 
nasale und orale Mikrobiom mehrerer gesunder Hundepopulationen mittels 16S-
rRNA-Amplikon-Sequenzierung verglichen. Auch in dieser Studie konnte eine 
sehr diverse bakterielle Gemeinschaft mit individuellen Unterschieden in der 
Nasenhöhle der Hunde nachgewiesen werden, die sich deutlich vom oralen 
Mikrobiom unterschied. Proteobacteria und Bacteroidetes wurden als 
Hauptbestandteile des Nasenmikrobioms bei den untersuchten Hunden 
identifiziert. Auf Gattungsebene waren Moraxella, Leucobacter, Helcococcus und 
Cardiobacterium signifikant häufiger dem nasalen als dem oralen Mikrobiom 
zuzuordnen. Im Rahmen dieser Arbeit wurde außerdem verglichen, inwieweit die 
geographische Lokalisation der Probanden Einfluss auf die mikrobielle 
Besiedelung hat. Dazu wurden Proben von Hunden einer Rasse (Labrador 
Retriever) aus zwei unterschiedlichen Populationen in zwei verschiedenen US-
amerikanischen Bundesstaaten verglichen. Es zeigte sich eine auffällige 
Clusterbildung zwischen den jeweiligen Lokalisationen. Ein weiterer Aspekt in 
dieser Studie war der Vergleich der nasalen Mikrobiota von Spürhunden 
verschiedener Einsatzbereiche. Die Alpha-Diversität unterschied sich bei 
Rauschgift-, Sprengstoff- und Vapor Wake®-Spürhunden (d. h. Hunden, die 
darauf trainiert sind, Spuren von Sprengstoff in der Luft und an bewegten 
Objekten zu finden) nicht, einige bakterielle Taxa waren jedoch vermehrt mit den 
jeweiligen Einsatzbereichen assoziiert. Zusätzlich wurden in dieser Studie Proben 
eines Tierkollektivs zu zwei unterschiedlichen Zeitpunkten verglichen. Es konnte 
gezeigt werden, dass das nasale Mikrobiom innerhalb von sieben Wochen 
Veränderungen erfuhr, ohne dass sich die äußeren Bedingungen, unter denen die 
Tiere gehalten wurden, änderten. So war die Diversität zum späteren Zeitpunkt 
beim nasalen, nicht jedoch beim oralen Mikrobiom, höher, einige Taxa 
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unterschieden sich ebenfalls signifikant. Daraus schlossen die Autoren, dass das 
nasale Mikrobiom im Zeitverlauf einem stärkeren Wandel unterworfen ist als das 
orale Mikrobiom (ISAIAH et al., 2017).  
4.2. Mikrobielle Gemeinschaften in der Nasenhöhle erkrankter Hunde  
Die Beteiligung von Bakterien an nasalen Erkrankungen des Hundes wurde in der 
vorliegenden Arbeit erstmals mittels Sequenzanalyse untersucht. Einige ältere 
Studien nutzten jedoch kultur-basierte oder traditionelle molekularbiologische 
Verfahren, um die nasalen Mikrobiota bei Hunden mit neoplastischen oder 
chronisch-entzündlichen Veränderungen der Nasenhöhle zu analysieren. 
4.2.1. Nasale Neoplasien 
Intranasale Tumore machen beim Hund etwa 1% der Neoplasien aus 
(MALINOWSKI, 2006). Als prädisponierende Faktoren werden Dolichozephalie, 
Luftverschmutzung in urbaner Umgebung sowie die Exposition gegenüber 
Schadstoffen aus Ölheizungen (BUKOWSKI et al., 1998) und Zigarettenrauch 
(REIF et al., 1998) im häuslichen Umfeld diskutiert. Das Durchschnittsalter 
erkrankter Hunde liegt bei 10 Jahren. Mittelgroße bis große Rassen sind etwas 
häufiger betroffen (MALINOWSKI, 2006). Männliche Tiere weisen eine leichte 
Prädisposition im Vergleich zu weiblichen Tieren auf (STUNZI & HAUSER, 
1976). Symptome, die auftreten können, sind unilaterale Epistaxis, 
mukopurulenter Nasenausfluss, Deformation des Gesichtsschädels, Epiphora 
sowie neurologische Symptome bei Einbruch in das zentrale Nervensystem 
(OGILVIE & LARUE, 1992). Bei etwa zwei Dritteln der caninen Nasentumore 
handelt es sich um Karzinome, wobei Adenokarzinome, Plattenepithelkarzinome 
und undifferenzierte Karzinome vorkommen; des Weiteren treten Sarkome wie 
Fibrosarkome, Chondrosarkome, Osteosarkome und undifferenzierte Sarkome auf 
(MALINOWSKI, 2006). Seltener sind Ästhesioneuroblastome (BROSINSKI et 
al., 2012), Lymphome (KALDRYMIDOU et al., 2000) und Melanome (HICKS & 
FIDEL, 2006) beschrieben.  
Veränderungen der Bakteriengemeinschaft bei Hunden mit Nasentumoren wurden 
unter anderem von LOBETTI (2009) untersucht. In Kulturen von Nasentupfern 
von 35 Hunden mit nachgewiesenen Tumoren der Nasenhöhle wurden bei 48% 
der Tiere keine Bakterien oder Pilze nachgewiesen, bei weiteren 48% wurden die 
angezüchteten Mikroorganismen der Normalbesiedelung zugerechnet, da sie 
bereits in vorangegangenen Untersuchungen in der Nasenhöhle des Hundes 
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beschrieben wurden und nur spärliches Wachstum auf der Kulturplatte beobachtet 
wurde. Welche bakteriellen Spezies im Einzelnen nachweisbar waren, wird nicht 
beschrieben. Nur bei einem einzelnen Hund wurde Streptococcus canis als 
pathogener Keim isoliert. WINDSOR und Mitarbeiter (2006) verglichen mittels 
qPCR den Gehalt an bakterieller DNA in Biopsieproben der nasalen Mukosa von 
Hunden mit lymphoplasmazellulärer Rhinitis, nasalen Neoplasien und sinonasaler 
Aspergillose. Hierbei konnten keine signifikanten Unterschiede festgestellt 
werden. Eine qualitative Bestimmung der Bakteriengemeinschaft mittels Kultur 
erfolgte in dieser Arbeit nur bei den Tieren mit lymphoplasmazellulärer Rhinitis, 
nicht jedoch in der Gruppe der nasalen Neoplasien. 
4.2.2. Chronisch-entzündliche Erkrankungen 
Die chronische Rhinitis des Hundes ist charakterisiert durch entzündliche 
Veränderungen der Nasenschleimhaut mit lymphoplasmazellulären oder 
neutrophilen Infiltraten, ohne dass ein ätiologischer Zusammenhang mit 
Neoplasien, Pilzinfektionen oder Reaktionen auf intranasale Fremdkörper 
erkennbar wäre (WINDSOR et al., 2004). Die Symptome umfassen 
typischerweise meist beidseitigen mukösen oder mukopurulenten Nasenausfluss, 
teilweise Epistaxis, Niesen und Reverse sneezing, während eine Obstruktion der 
Nasengänge und eine Deformierung des knöchernen Nasendachs eher bei 
intranasalen Neoplasien auftreten (WINDSOR & JOHNSON, 2006). In der 
Computertomographie stellen sich bei Hunden mit idiopathischer chronischer 
Rhinitis Sekretansammlungen im Bereich der Nasengänge, Opazifizierung des 
Weichteilgewebes sowie teilweise eine milde Destruktion der Nasenmuscheln dar 
(LEFEBVRE et al., 2005). Die Diagnose erfolgt mittels histologischer 
Untersuchung von Biopsien der Nasenschleimhaut (WINDSOR et al., 2004).  
Die Ätiologie der chronischen lymphoplasmazellulären Rhinitis (LPR) des 
Hundes ist nach wie vor ungeklärt. Eine Beteiligung primärer pathogener 
Bakterien und Viren wurde in verschiedenen Studien untersucht. WINDSOR und 
Mitarbeiter (2006) führten eine PCR-Untersuchung zum Nachweis von 
Chlamydophila spp., Bartonella spp., Mycoplasma spp. sowie Caninem 
Adenovirus 2 (CAV-2) und Parainfluenzavirus 3 (PI-3) bei Hunden mit LPR, 
nasalen Neoplasien sowie nasaler Aspergillose durch. Keiner der Erreger wurde in 
den untersuchten Biopsieproben detektiert. HAWKINS und Mitarbeiter (2008) 
testeten 44 Hunde mit idiopathischer Rhinitis und 63 gesunde Kontrolltiere mittels 
indirektem Immunfluoreszenztest auf Antikörper gegen Bartonella henselae und 
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Bartonella vinsonii subspecies berkhoffii, sowie mittels PCR auf Bartonella-DNA 
im Blut. Bei keinem der Hunde mit Rhinitis wurden Antikörper gegen oder DNA 
von Bartonellen nachgewiesen, in der Kontrollgruppe war je ein positiver Befund 
zu verzeichnen. Ein Fallbericht beschreibt das Auftreten einer chronischen 
Rhinitis bei einem Hund durch eine Infektion mit Streptococcus equi subspecies 
zooepidemicus (PIVA et al., 2010).  
Für wahrscheinlicher als primäre infektiöse Ursachen als Auslöser der caninen 
LPR wird von der Mehrheit der Autoren eine sekundäre Infektion der 
vorgeschädigten Nasenschleimhaut gehalten (GREENE & REINERO, 2006; 
WINDSOR & JOHNSON, 2006; COHN & REINERO, 2007; COHN, 2014). Dies 
wird auch als Erklärung herangezogen, warum eine antibiotische Behandlung bei 
Tieren mit chronischer Rhinitis in vielen Fällen vorübergehend zu einer 
Verbesserung der klinischen Symptome führt (COHN, 2014). WINDSOR und 
Mitarbeiter (2004) wiesen mittels kultureller Anzüchtung aus Biopsieproben bei 
neun von 15 Hunden mit LPR ein geringfügiges Bakterienwachstum nach, wobei 
bei fünf Proben jeweils eine Bakterienkolonie zu kultivieren war, bei vier Proben 
waren zwei oder mehr Bakterienkolonien nachweisbar. Es handelte sich dabei 
vorwiegend um Staphylococcus spp. (n = 4), Pasteurella canis (3), and 
Corynebacterium spp. (3). Andere Autoren beschreiben das Wachstum einer 
gemischten Bakterienpopulation, welche sie als physiologisch einordnen, in der 
unter anderem Staphylococcus, Streptococcus, Escherichia coli, Proteus, 
Pasteurella, Corynebacterium, Bordetella und Pseudomonas vorhanden waren 
(NORRIS & LAING, 1985). In einer weiteren Studie von WINDSOR und 
Mitarbeitern (2006) wurde der Gesamtgehalt an bakterieller DNA in 
Biopsieproben bei Hunden mit LPR, nasalen Neoplasien und nasaler Aspergillose 
verglichen. Dieser unterschied sich nicht signifikant zwischen den drei 
Krankheitsgruppen, war jedoch im Vergleich zu gesunden Tieren erhöht. Als 
mögliche Erklärung führen die Autoren eine verminderte lokale Immunabwehr 
durch die Grunderkrankung sowie die Ansammlung von Mikroorganismen durch 
den in den oberen Atemwegen vorhandenen Mukus (sog. mucus trapping) an. 
Mithilfe klassischer bakteriologischer Untersuchung aus Nasentupferproben erhob 
LOBETTI (2014) bei zwölf von 33 Hunden mit histologisch diagnostizierter LPR 
einen negativen Befund, bei 21 Tieren wurden die angezüchteten Bakterien der 
physiologischen Normalbesiedelung zugerechnet, da sie nur dezentes Wachstum 
zeigten und/oder bereits in der Nasenhöhle gesunder Hunde beschrieben wurden. 
In einer vorangegangenen Arbeit desselben Autors (2009), in der die Ursache 
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chronischer nasaler Symptome bei 75 Hunden analysiert wurde, war bei neun von 
15 Hunden mit lymphoplasmazellulärem Entzündungsmuster der 
Nasenschleimhaut eine normale Bakteriengemeinschaft kultiviert worden, bei 
sechs Tieren fiel die bakteriologische Untersuchung negativ aus. Kriterium für die 
Diagnose LPR war in dieser Studie neben dem histologischen Befund der 
fehlende Nachweis pathogener Bakterienspezies in der bakteriologischen 
Untersuchung von Tupferproben der Nasenhöhle. Bei Tieren mit einem 
histologisch neutrophilen oder pyogranulomatösen Zellbild wurde dagegen eine 
primäre bakterielle Rhinitis diagnostiziert. Bei diesen Probanden wurden 
Actinomyces hordeivulneris, Actinobacillus, Corynebacterium amycolatum, 
Klebsiella pneumoniae und Streptococcus canis nachgewiesen, die als pathogene 
Keime eingeordnet wurden. 
Auch die ätiologische Beteiligung von Pilzen an der caninen LPR wird diskutiert. 
Für die chronische Rhinosinusitis des Menschen ist bekannt, dass Betroffene eine 
verstärkte humorale und zelluläre Immunantwort auf durch Luft übertragene 
Pilze, insbesondere die Schimmelpilzgattung Alternaria, aufweisen (SHIN et al., 
2004). Aspergillus und Penicillium spp. sind als physiologische Bewohner der 
caninen Nasenhöhle bekannt (NORRIS & LAING, 1985). Candida, 
Trichosporum und Cladosporidium wurde bereits bei Hunden mit LPR 
nachgewiesen (WINDSOR & JOHNSON, 2006). Außerdem wurde bei Hunden 
mit LPR eine größere Menge an Pilz-DNA in Nasenschleimhautbiopsien 
festgestellt als bei gesunden Tieren oder bei Hunden mit nasalen Neoplasien 
(WINDSOR et al., 2006). Eine Studie zum Vorkommen von Alternaria und 
Cladosporium bei Hunden ohne nasale Erkrankungen, mit LPR und nasalen 
Neoplasien konnte geringe Mengen an DNA dieser Schimmelpilze in einem Teil 
der Schleimhautbiopsien nachweisen, ergab jedoch keine statistisch signifikanten 
Unterschiede zwischen den einzelnen Gruppen. Die Autoren schlussfolgerten 
daher, dass Alternaria und Cladosporium zur physiologischen nasalen 
Bakteriengemeinschaft des Hundes gehören und nicht an der Entstehung 
chronischer Rhinitiden beteiligt sind (MERCIER et al., 2013).  
Die erste Beschreibung der LPR beim Hund stufte die Erkrankung als immun-
mediiert ein (BURGENER et al., 1987). Da die meisten betroffenen Tiere 
allerdings nur unzureichend auf immunsuppressive Therapie ansprechen, 
widersprechen andere Autoren dieser These (WINDSOR & JOHNSON, 2006).  
Auch eine allergische Ätiologie der LPR wird kontrovers diskutiert. So konnte bei 
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drei Hunden mit Symptomen einer klinisch diagnostizierten allergischen Rhinitis 
gezeigt werden, dass die mononukleären peripheren Blutzellen eine erhöhte IL-4-
Expression sowie eine erhöhte TH2-Immunantwort bei Exposition gegenüber 
Hausstaubmilben-Antigen zeigten. Allerdings wurde bei diesen Hunden keine 
histologische Untersuchung der Nasenschleimhaut durchgeführt, weswegen eine 
lymphoplasmazelluläre Infiltration fraglich ist (KURATA et al., 2004). 
Experimentell lassen sich durch hochallergene Ragweed-Pollen Rhinitissymptome 
beim Hund auslösen (RUDOLPH et al., 2003). Da allerdings das Ansprechen auf 
Antihistaminika und Glukokortikoide von Hunden mit LPR unzureichend ist, wird 
eine Allergiebeteiligung bezweifelt (WINDSOR & JOHNSON, 2006). 
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Abstract
The role of bacterial communities in canine nasal disease has not been studied so far
using next generation sequencing methods. Sequencing of bacterial 16S rRNA genes has
revealed that the canine upper respiratory tract harbors a diverse microbial community;
however, changes in the composition of nasal bacterial communities in dogs with nasal dis-
ease have not been described so far. Aim of the study was to characterize the nasal micro-
biome of healthy dogs and compare it to that of dogs with histologically confirmed nasal
neoplasia and chronic rhinitis. Nasal swabs were collected from healthy dogs (n = 23), dogs
with malignant nasal neoplasia (n = 16), and dogs with chronic rhinitis (n = 8). Bacterial DNA
was extracted and sequencing of the bacterial 16S rRNA gene was performed. Data were
analyzed using Quantitative Insights Into Microbial Ecology (QIIME). A total of 376 Opera-
tional Taxonomic Units out of 26 bacterial phyla were detected. In healthy dogs, Moraxella
spp. was the most common species, followed by Phyllobacterium spp., Cardiobacteriaceae,
and Staphylococcus spp. While Moraxella spp. were significantly decreased in diseased
compared to healthy dogs (p = 0.005), Pasteurellaceae were significantly increased (p =
0.001). Analysis of similarities used on the unweighted UniFrac distance metric (p = 0.027)
was significantly different when nasal microbial communities of healthy dogs were com-
pared to those of dogs with nasal disease. The study showed that the canine nasal cavity is
inhabited by a highly species-rich bacterial community, and suggests significant differences
between the nasal microbiome of healthy dogs and dogs with nasal disease.
Introduction
A highly diverse community of microorganisms colonizes human and animal bodies. Since
next generation sequencing of 16S rRNA genes has been established as a method to character-
ize these communities, the understanding of interactions between bacteria and their host
has considerably improved. For several organ systems, including gastrointestinal tract [1],
skin [2], oral cavity [3], vagina [4], and recently nasal cavity [5], the microbiome of healthy
dogs has been described. It was shown that in dogs with gastrointestinal disease, including
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inflammatory bowel disease and acute diarrhea, alterations in the microbiome are associated
with the underlying pathology [6, 7].
The role of bacterial communities in the pathophysiology of canine nasal disease is still
unclear. In dogs with chronic rhinitis, bacteria have been discussed as primary or secondary
pathogens, as in some patients, at least temporarily, clinical signs improve with antibiotic treat-
ment [8]. In dogs with nasal neoplasia, bacteria are thought to be secondary pathogens, that
can colonize the nasal mucosa because of reduced mucosal defense mechanisms [9].
In human medicine, several publications have described the nasal microbiome in healthy
individuals [10, 11], and other studies investigated alterations of the bacterial population in
patients with inflammatory or neoplastic diseases of the upper airways. Chronic rhinosinusitis
in humans for example, is characterized by altered microbial composition and greater abun-
dance of Staphylococcus aureus compared to healthy individuals [12]. Different bacterial pro-
files were also detected in patients with laryngeal carcinoma compared to a healthy control
group. Fusobacterium and Prevotella species were more prevalent in the laryngeal area of these
patients than in healthy people [13].
In veterinary medicine, several studies have been published using culture or PCR to investi-
gate bacterial populations in the nasal cavity of dogs [14–16]. However, to date there are only
few reports evaluating the nasal microbiome in dogs using next generation sequencing. One
study focused on the skin microbiome, including the nostrils, in healthy and allergic dogs.
This study revealed a lower species richness and a higher abundance of the family Moraxella-
ceae in the nostrils compared to other skin sites within a population of healthy dogs [2]. A
recent study investigated the composition of the upper and lower airway microbiota in healthy
dogs in relation to the fecal microbiota. This study illustrated rich microbial populations along
the different sites of the canine respiratory tract with increasing relative abundance of Proteo-
bacteria from the upper to the lower airways. Furthermore, analysis of the metabolic capacity
of canine airway microbiota revealed that respiratory microbes possess the genetic capacity to
utilize glyoxylate and citrate cycle metabolic pathways, which allows them to colonize nutri-
ent-poor environments as the airways [5].
So far, there are no studies comparing the nasal microbiome of healthy dogs and dogs with
nasal diseases. It is still unknown, if different microbiota possibly represent etiological agents
in canine nasal disease. More detailed knowledge about bacterial populations in the dog´s
nose might help to understand the question, if microbial changes are primarily leading to a
certain disease condition, or if microbial alterations develop secondary to reduced mucosal
defense mechanisms, caused by the underlying disease. For the future, knowledge in this field
might facilitate new treatment options, including the possibility to support beneficial bacterial
groups instead of using antibiotics to repress bacteria colonizing the canine airways. Therefore,
the aim of this study was to characterize the nasal microbiome of healthy dogs and compare it
to the microbiome of dogs with nasal neoplasia and chronic rhinitis.
Material and methods
Ethics statement
The study was approved by the ethics committee of the Centre for Clinical Veterinary Medi-
cine, Faculty of Veterinary Medicine, LMU Munich (number 25-30-04-2014).
Study population
Healthy dogs. Twenty-three healthy dogs (median age 6.0 years, median body weight 15.4
kg) were included in the study (Table 1). All dogs were privately owned and had outdoor
access. A history and physical examination were performed in each dog. For inclusion into the
Nasal microbiome of dogs
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study, the dogs had to be without clinical and historical findings suggesting respiratory disease
for at least three months prior to sample collection. In addition, dogs were only included if
they had not been treated with antibiotic, anti-inflammatory or immunosuppressive drugs for
at least four weeks prior to sampling. They had not received any intranasal vaccination during
the last three months.
Dogs with nasal disease: Nasal neoplasia. Sixteen dogs with neoplasia of the nasal cavity
(median age 9.0 years, median body weight 21.5 kg) were included in the study (Table 2).
Malignant nasal neoplasia was diagnosed by histopathology of nasal biopsies. All dogs were cli-
ent-owned and had outdoor access. Eleven dogs had not been treated with antibiotics at least
within the last two weeks prior sample collection, five were receiving antibiotics at the time of
sampling. Treatment with anti-inflammatory drugs was no exclusion criterion.
Dogs with nasal disease: Chronic rhinitis. Eight dogs with chronic rhinitis (median age
5.0 years, median body weight 19.9 kg) were included (Table 3). Histopathology of nasal tissue
in these dogs revealed lymphoplasmacytic (n = 3) or neutrophilic (n = 5) inflammation. Only
dogs were included that had no clinical, histological, or cultural evidence of other nasal dis-
eases such as neoplasia, foreign body, or fungal infection. All dogs were client-owned and had
outdoor access. Seven of the dogs had not been treated with antibiotics at least within two
weeks prior to sample collection, one dog was receiving antibiotics at the time of sampling.
Treatment with anti-inflammatory drugs was no exclusion criterion.
Table 1. Study population: Signalement and number of dogs per household in healthy dogs.
Dog breed age sex weight (kg) Cephalic index number of dogs per household
H1 Mixed breed 1Y FS 7.5 mes 1
H2 Mixed breed 2Y FS 14.8 mes 1
H3 Beagle 10Y FS 15.4 mes 4A
H4 Australian Shepherd 2Y FS 21.0 mes 4A
H5 Weimaraner 6Y FS 22.6 mes 1
H6 Mixed breed 4Y FS 15.0 mes 1
H7 Mixed breed 11Y M 9.5 mes 1
H8 German Shepherd 8Y MN 39.0 dol 1
H9 Catahoula Leopard Dog 8Y M 32.0 mes 2B
H10 Catahoula Leopard Dog 4Y FS 28.0 mes 2B
H11 Mixed breed 6Y M 25.8 mes 1
H12 Portuguese Podengo 8Y FS 6.9 dol 4A
H13 Cocker Spaniel 7Y MN 16.5 mes 2C
H14 Mixed breed 4Y F 35.0 dol 2C
H15 Golden Retriever 7Y FS 27.0 mes 4A
H16 Mixed breed 6Y FS 6.0 mes 4D
H17 Mixed breed 1Y M 7.0 mes 4D
H18 Papillon 3Y M 5.0 mes 4D
H19 Mixed breed 8Y MN 12.0 mes 4D
H20 Mixed breed 10Mo F 18.0 mes 1
H21 Mixed breed 11Y MN 10.0 dol 2E
H22 Dachshund 3Y F 7.0 dol 2E
H23 Mixed breed 3Y FS 20.0 mes 1
Y: years, Mo: months, M: male, MN: male neutered, F: female, FS: female spayed, mes: mesocephalic, dol: dolichocephalic,
A-E: dogs living together in the same household marked by the same letter
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.t001
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Sample collection
Two nasal swabs were collected from each dog. For that purpose, a sterile dry rayon swab
(Copan1 sterile dry swab 155C, Brescia, Italy) was inserted into each nostril and rotated care-
fully. In the population of healthy dogs, sample collection was performed while the dogs were
awake. In the diseased dogs, samples were collected while patients were under general anesthe-
sia before the rhinoscopy procedure was started. All swabs were frozen at -80˚C until further
analysis.
DNA extraction
Extraction of the genomic DNA was performed from pooled sets of swabs collected from each
dog using a QIAamp1DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden, Germany) as recommended by the
manufacturer and described previously [17].
Table 2. Study population: Signalement, underlying disease and medication of dogs with nasal neoplasia.
dog breed age sex weight (kg) histopathology antibiotics anti-inflammatory drugs
N1 Golden Retriever 12Y MN 37.9 esthesioneuroblastoma no no
N2 Mixed breed 11Y M 19.5 carcinoma no no
N3 Husky 2Y M 19.4 esthesioneuroblastoma no no
N4 Saint Bernard 8Y M 61.0 squamous cell carcinoma no no
N5 Mixed breed 8Y FS 23.0 carcinoma no prednisolone
N6 Mixed breed 11Y FS 6.9 carcinoma no no
N7 Labrador Retriever 12Y M 35.3 squamous cell carcinoma no no
N8 Labrador Retriever 6Y FS 32.0 lymphoma no prednisolone
N9 Mixed breed 11Y F 30.0 osteosarcoma no no
N10 Coton de Tulear 14Y M 8.8 carcinoma no meloxicam
N11 Chihuahua 9Y M 2.5 carcinoma no no
N12 Mixed breed 9Y FS 32.5 carcinoma amoxi/clav prednisolone
N13 Mixed breed 3Y FS 20.0 osteosarcoma amoxi/clav no
N14 Mixed breed 13Y F 13.0 osteosarcoma amoxi/clav prednisolone, metamizole
N15 Mixed breed 7Y MN 37.4 transitional cell carcinoma enrofloxacin prednisolone, meloxicam
N16 Welsh Corgi 9Y M 15.0 carcinoma clindamycin meloxicam
Y: years, Mo: months, M: male, MN: male neutered, F: female, FS: female spayed
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.t002
Table 3. Study population: Signalement, underlying disease and medication of dogs with chronic rhinitis.
dog breed age sex weight (kg) histopathology antibiotics anti-inflammatory drugs
CR1 Old English Sheepdog 3Y M 43.9 purulent no no
CR2 Mixed breed 13Y FS 7.2 purulent no no
CR3 Mixed breed 6Y F 12.1 ulcerous, necrotizing,
granulomatous
no no
CR4 West Highland White
Terrier
2Y FS 6.6 purulent no no
CR5 Prager Rattler 5Mo F 2.3 purulent no no
CR6 Rhodesian Ridgeback 4Y MN 44.0 purulent no no
CR7 Golden Retriever 8Y M 29.5 lymphoplasmacytic, granulomatous no no
CR8 Golden Retriever 8Y F 27.7 lymphoplasmacytic, eosinophilic clindamycin,
doxycycline
no
Y: years, Mo: months, M: male, MN: male neutered, F: female, FS: female spayed
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.t003
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Briefly, for lysis of bacteria, swabs were placed in 2 ml phosphate-buffered saline (PBS) con-
taining 0.1% NaN3, and were incubated at room temperature for three hours. Swabs were
removed and the buffer solution was centrifuged at 7500 rpm for ten minutes (using an Eppen-
dorf Centrifuge 5417R, Hamburg, Germany). After removal of the supernatant and resuspen-
sion in 180 μl ATL buffer, the pellet was transferred into a tube with 20 μl proteinase K and
incubated at 56˚C and 700rpm for one hour (using an Eppendorf Thermomixer Comfort,
Hamburg, Germany). Then, 200 μl AL buffer were added and samples were incubated at 70˚C
for ten minutes. After adding 200 μl of ethanol, samples were transferred into QIAmp Mini
spin columns to bind the bacterial DNA. DNA from the two swabs per animal was pooled dur-
ing this step of the extraction procedure. Afterwards, DNA was washed in two steps following
the manufacturer´s instructions. To elute the DNA, 100 μl AE buffer were added on the filter
inside the microcentrifuge tube, which then were incubated at room temperature for five min-
utes and centrifuged at 8000 rpm for one minute. Extracted DNA was frozen at -80˚C until
further analysis.
Sequencing
Sequencing of the 16S rRNA gene V4 variable region was performed at MR DNA (www.
mrdnalab.com, Shallowater, TX, USA) on an Illumina MiSeq platform following the manufac-
turer’s guidelines, using forward and reverse primers: 515F (5´-GTGCCAGCMGCCGCGGTAA-
3´) and 806R (5´-GGACTACVSGGGTATCTAAT-3´), as described previously [18].
After sequencing, primers and barcodes were removed from the sequences, short, ambigu-
ous, homopolymeric and chimeric sequences were depleted from the dataset using the QIIME
(Quantitative Insights Into Microbial Ecology) v1.8 pipeline [19]. Operational Taxonomic
Units (OTUs) were assigned based on at least 97% sequence identity using QIIME. The
sequences have been deposited in the NCBI Sequence Read Archive under the accession num-
ber SRP092120.
Data analysis
A total of 4,088,256 sequences was amplified throughout all the samples from healthy and
diseased dogs. Minimum were 43,193 sequences in one sample, maximum were 135,315
sequences, with a mean of 83,433 sequences (median 83,526). To account for unequal sequenc-
ing depth, subsequent analysis was performed on a subset of 43,193 sequences per sample,
which is the lowest depth within the samples.
The compiled data were used to determine the relative percentages of bacteria for each indi-
vidual sample. Alpha and beta diversity measures were calculated and Principle Coordinates
Analysis (PCoA) plots and rarefaction curves were generated using the software QIIME v1.8
(Knight and Caporaso Labs, Arizona, USA).
Alpha diversity, a measurement for the diversity of an individual sample, can be described
by the number of observed species, the Shannon diversity index, which takes into account
abundance and evenness of species [2], and the Chao1 index, which calculates the estimated
true species diversity of a sample [20]. To evaluate the beta diversity, a measurement for
differences in microbial compositions between different samples, both the weighted UniFrac
analysis, which accounts for relative abundance of sequences in different environments, and
unweighted, which does not account for relative abundance, were performed.
PCoA plots were investigated for clustering by visual assessment. Factors that were taken
into consideration were individual (sex, breed, age, body weight and cephalic index, classified
in mesocephalic or dolichocephalic, based on breed or phenotypically suspected breed) and
environmental (number of dogs per household) characteristics in the healthy dogs (Table 1),
Nasal microbiome of dogs
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and individual factors (sex, breed, age, body weight, pretreatment with antibiotics, predniso-
lone, NSAIDs, histopathological diagnosis) in the diseased dogs (Tables 2 and 3). Differences
in bacterial communities between healthy dogs and dogs with nasal disease were analyzed
using the phylogeny-based unweighted UniFrac distance metric. This analysis measures the
phylogenetic distance among bacterial communities in a phylogenetic tree, and thereby pro-
vides a measure of similarity among microbial communities present in different biological
samples [21]. ANOSIM (Analysis of Similarity) within the software package PRIMER 6 (PRI-
MER-E Ltd., Luton, UK) was used on the unweighted UniFrac distance matrix to determine
significant differences in microbial communities between the different groups. P values <0.05
were considered statistically significant. To elucidate whether dogs, which were living together
in the same household, had closer similarities within their microbial communities, average
distances between individual animals were calculated using the unweighted UniFrac file using
the method ANOSIM with 999 permutations. Thus, the distances between individuals living
together were compared to those of dogs living separately.
Statistical analysis of individual factors (age, body weight) and alpha diversity indices were
performed using the software package PRISM (PRISM 6, GraphPad Software Inc., San Diego,
USA). To avoid influence of confounding factors, dogs with antibiotic pretreatment were
excluded from statistical analysis for investigations other than the comparison of pretreated
and untreated patients. As in other species, like pigs, an influence of age on the nasal micro-
biota has been shown [22], dogs under 12 months of age were also excluded from statistical
analysis except age-related statistics.
Because the data were assumed to be not normally distributed, a non-parametric Mann-
Whitney test was used for statistical comparison between healthy and diseased dogs. A non-
parametric Kruskal-Wallis test followed by Dunn‘s Multiple Comparison post-test was per-
formed to compare individual factors and alpha indices for the three groups healthy, nasal
neoplasia, and chronic rhinitis. To determine which disease types were significantly different
with regard to these factors, an additional pairwise test using PRIMER 6 was used. P values
<0.05 were considered statistically significant.
Linear discriminant analysis effect size (LEfSe) was used to elucidate bacterial taxa (16S
rRNA genes) associated with healthy or diseased dogs. LEfSe was used online in the Galaxy
workflow framework (https://huttenhower.sph.harvard.edu/galaxy/).
Differences in the proportions of bacterial taxa between healthy and diseased dogs were
investigated using a non-parametric Kruskal-Wallis test, using the statistical package JMP Pro
11 (SAS, Marlow, Buckinghamshire). Resulting p-values were corrected for multiple compari-
sons using the Benjamini & Hochberg False Discovery Rate [23]. A Dunn’s Multiple Compari-
sons post-test was used to determine which disease types were significantly different.
Results
Animal population
A significant difference (p = 0.015) was observed concerning age between healthy dogs
(5.4 ± 3.2 years) and those with nasal neoplasia (9.1 ± 3.4 years), but not between healthy dogs
and dogs with chronic rhinitis (5.6 ± 4.1 years). No significant difference in body weight was
identified between healthy dogs (17.5 ± 9.9 kg) and dogs with nasal tumors (24.6 ± 14.8 kg) or
chronic rhinitis (21.7 ± 16.9 kg).
Nasal microbiome of healthy dogs
Nasal microbial composition. Investigating PCoA plots, no clustering, based on similari-
ties of bacterial molecular phylogenetic trees, was observed when comparing sex, age group
Nasal microbiome of dogs
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(< 1 year, 1–3 years, 4–8 years, 9–12 years, > 12 years), body weight group (< 10 kg, 10–20
kg,> 20 kg) or cephalic index between groups. This was confirmed with statistical testing
using ANOSIM on the unweighted UniFrac distance metric, which showed no significant dif-
ferences for these comparisons (sex: p = 0.151, R = 0.012, age group: p = 0.320, R = 0.035, body
weight group: p = 0.05, R = 0.121, cephalic index: p = 0.739, R = -0.091).
Calculation of average distances using the unweighted UniFrac distance metric showed no
closer similarity of microbial communities between dogs living together in one household
when compared to dogs living separately.
Species richness and diversity. A rarefaction analysis was performed to evaluate species
richness. For different age groups and different weight groups significant differences between
single groups could be demonstrated (Fig 1). Dogs older than 9 years (age group 4) had a sig-
nificantly higher Shannon diversity index than younger dogs (age group 3, 4–8 years old)
(ANOVA with following Tukey test, p = 0.036). Differences in number of observed species
and Chao1 were not significant. Considering different weight groups, dogs with a body weight
of less than 10 kg had a significantly higher Shannon diversity index (p = 0.017) and number
of observed species (p = 0.041) than dogs with a body weight over 10 kg. Chao1 did not differ
significantly. Other factors like breed or time of the year, when the animal was sampled, were
too variable to be evaluated statistically.
Good´s coverage was higher than 0.97 in all samples at the chosen sequencing depth of
43,190 sequences. This allows to conclude that all the samples have a sufficiently high number
of sequences and enough coverage, and all animals were equally sampled.
Fig 1. Rarefaction analysis of 16S-rRNA gene sequences obtained from healthy dogs, comparing
different age and body weight groups. Lines represent the mean and error bars represent standard
deviations. Shannon diversity index and number of observed species are higher in dogs older than 9 years
and in dogs with a body weight of less than 10kg.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g001
Nasal microbiome of dogs
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Most common taxa colonizing the nasal cavity of healthy dogs. A total of 26 bacterial
phyla was detected in the samples from the nasal cavity of healthy dogs. Most abundant phy-
lum was Proteobacteria (mean 83.4%, min 37.4%—max 98.5%), followed by Firmicutes (4.8%,
0.4–20.8%), Bacteroidetes (2.6%, 0.1–12.5%), Cyanobacteria (2.1%, 0.0–11.6%), and Actinobac-
teria (2.1%, 0.1–8.6%) (Table 4). Other phyla, like Verrucomicrobia, Tenericutes, Planctomy-
cetes and GN02 were detected in smaller amounts and only in a few animals.
At class level, Gammaproteobacteria were most commonly detected, followed by Alphapro-
teobacteria, Betaproteobacteria, and Bacilli. Most frequently detected family was Moraxellaceae
(phylum Proteobacteria, class Gammaproteobacteria, order Pseudomonadales) (Fig 2). Morax-
ella was the genus which was identified predominantly in most of the samples of healthy dogs.
This genus was detected in all samples, and represented 59.2% of the total taxa in healthy dogs,
with a range of 1.5% to 95.6%. Other frequently identified genera were Phyllobacterium (3.4%,
0.1–12.8%), not specified genera of the family Cardiobacteriaceae (2.1%, 0.0–69.1%), and
Staphylococcus (1.7%, 0.0–15.3%); however, these genera were predominantly represented only
in few individuals.
Throughout all samples, 376 different OTUs were detected, but DNA of most of the highly
abundant taxa could not be resolved beyond genus level.
Nasal microbiome of healthy dogs compared to diseased dogs
Nasal microbial communities in healthy versus diseased dogs. Clustering in the PCoA
plots between microbial communities of healthy and diseased dogs was observed. While
healthy dogs formed a cluster, and dogs with nasal neoplasia formed another cluster, microbial
communities in dogs with chronic rhinitis were more scattered (Fig 3). In ANOSIM analysis a
significant difference could be verified when comparing healthy and diseased dogs (p = 0.027,
R = 0.101). Pairwise test using PRIMER6 suggested that healthy dogs and dogs with nasal neo-
plasia differed significantly (p = 0.033) in microbial community composition. Between healthy
dogs versus dogs with chronic rhinitis (p = 0.590) and dogs with chronic rhinitis versus dogs
with nasal neoplasia (p = 0.390) no significant difference was verified.
Most of the individual factors (sex, breed, age, body weight, pretreatment with antibiotics,
prednisolone, NSAIDs, histopathological diagnosis) were highly variable. Due to the resulting
small sample size, statistical comparison of male and female dogs, different age groups, differ-
ent groups of body weight, and patients with different histological diagnoses within the group
of either neoplasia or chronic rhinitis, was not performed. There was no clustering observed,
assessing the PCoA plots of microbial communities, with exception of antibiotic treatment
within the group of dogs with nasal neoplasia.
Within the group of dogs with nasal neoplasia, bacterial communities of patients with and
without antibiotic treatment were compared statistically. The microbial communities of pre-
treated dogs were marginally distributed compared to untreated dogs (Fig 4A), but this was
not significant based on ANOSIM of unweighted UniFrac distance metrics (p = 0.149,
R = 0.136). Although there was no significant difference demonstrated for ß-diversity, several
significantly different bacterial taxa could be detected using LEfSe (Fig 4B). While the genera
Planctomyces and Sphingobium and the family Parachlamydiaceae were significantly more rep-
resented in dogs that had received antibiotics within the last two weeks, the family Gemellaceae
was associated with dogs without antibiotic treatment.
Species richness and diversity. Diversity analysis was performed to compare the number
of observed species, Shannon diversity index, Chao1 between healthy and diseased dogs. Sta-
tistical analysis of these parameters showed no significant differences between the groups for
number of observed species and Chao1. Shannon diversity index was lower for the healthy
Nasal microbiome of dogs
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Table 4. Taxa present at >1% mean relative abundance in healthy and diseased dogs. Mean relative percentages and standard deviation of the most
abundant bacterial groups, annotated to the level of phylum, family and Operational Taxonomic Unit (OTU), based on sequencing of the 16S rRNA.
Taxon healthy neoplasia rhinitis
phylum
family
OTU
mean*% SD % mean % SD % mean % SD % Kruskal Wallis p-value q-value**
Proteobacteria 82.8 14.8 72.4 29.3 64.3 20.4 0.133 0.448
Moraxellaceae 60.5a 30.4 22.8b 29.0 40.9ab 32.7 0.006 0.323
Moraxella spp. 58.0 a 30.2 14.9 b 21.5 33.8 ab 31.5 0.001 0.188
Phyllobacteriaceae 3.5 14.7 0.1 0.0 0.1 0.1 0.239 0.690
Phyllobacterium spp. 3.5 14.7 0.1 0.0 0.1 0.0 0.573 0.813
Neisseriaceae 2.7 5.8 15.5 18.4 3.1 3.3 0.077 0.545
Conchiformibius spp. 0.9 1.5 9.5 15.9 1.8 2.2 0.429 0.740
Cardiobacteriaceae 2.3 3.6 0.4 0.6 1.2 2.5 0.039 0.457
Polyangiaceae 1.4 6.6 0.0 0.0 0.0 0.0 0.051 0.457
Comamonadaceae 1.3 2.6 1.4 2.0 0.9 1.0 0.927 0.991
Pasteurellaceae 0.7 a 0.8 15.6 b 20.1 3.4 ab 4.1 0.019 0.457
Pasteurella multocida 0.1 a 0.1 2.5 b 6.5 0.0 ab 0.0 0.004 0.209
Xanthomonadaceae 0.2 0.2 3.3 6.9 0.4 0.3 0.206 0.669
Pseudomonadaceae 0.4 0.8 2.0 3.5 1.1 1.5 0.339 0.723
Alcaligenaceae 0.5 0.7 1.0 1.4 1.4 1.7 0.601 0.833
Enterobacteriacae 0.2 0.3 1.0 2.5 0.4 0.4 0.392 0.747
Sphingomonadaceae 0.8 0.7 0.3 0.5 2.4 4.5 0.119 0.597
Oxalobacteraceae 0.3 0.5 0.5 0.9 1.6 2.9 0.661 0.881
Acetobacteraceae 0.1 a 0.2 0.0 b 0.0 1.1 ab 2.1 0.041 0.457
Firmicutes 4.9 6.2 7.2 8.7 4.7 3.4 0.359 0.554
Staphylococcaceae 1.8 4.4 1.8 2.9 1.6 1.7 0.816 0.963
[order] Clostridiales 0.1 0.1 1.5 4.8 0.0 0.0 0.145 0.600
Bacteroidetes 2.8 3.3 5.5 7.2 11.6 11.4 0.127 0.448
[Weeksellaceae] 0.6 1.0 1.6 1.7 4.8 10.9 0.246 0.690
Porphyromonadaceae 0.2 0.6 1.1 3.6 0.4 0.5 0.296 0.723
Chitinophagaceae 0.9 1.6 1.1 1.4 4.0 6.7 0.540 0.826
Cytophagaceae 0.7 0.9 0.3 0.4 2.2 2.2 0.222 0.672
Cyanobacteria 2.1 3.4 0.6 1.0 7.1 7.7 0.315 0.531
[order] Streptophyta 1.7 3.3 0.5 1.0 6.4 7.2 0.303 0.723
Actinobacteria 2.1 2.1 6.0 10.8 3.8 3.8 0.750 0.843
Microbacteriaceae 0.5 0.6 1.3 3.7 0.3 0.3 0.192 0.669
Leucobacter spp. 0.3 0.4 1.2 3.7 0.1 0.1 0.097 0.602
Micrococcaceae 0.3 0.6 3.8 10.3 0.4 0.6 0.262 0.716
GN02 1.9 3.0 1.3 1.6 0.7 1.1 0.253 0.531
[class] BD1-5 1.9 3.0 1.3 1.6 0.7 1.1 0.204 0.669
Spirochaetes 0.0 0.0 1.5 4.7 0.0 0.0 0.130 0.448
Spirochaetaceae 0.0 0.0 1.3 4.4 0.0 0.0 0.052 0.457
Treponema spp. 0.0 0.0 1.3 4.4 0.0 0.0 0.052 0.598
Tenericutes 0.1 0.2 2.0 5.5 0.9 1.6 0.395 0.554
Mycoplasmataceae 0.1 0.2 1.9 5.5 0.9 1.6 0.840 0.964
Mycoplasma spp. 0.1 0.2 1.9 5.5 0.9 1.6 0.856 0.915
*a, b: Means not sharing a common superscript differ significantly (p < 0.05, Dunn’s multiple comparison test).
** q-values adjusted based on the Benjamini & Hochberg False discovery rate
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.t004
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dogs than for the diseased dogs (Kruskal-Wallis test, p = 0.038), but the difference was not sta-
tistically significant when comparing the three groups, healthy dogs versus nasal neoplasia ver-
sus chronic rhinitis, in the following Dunn´s multiple comparison test (Fig 5).
Most common taxa colonizing the nasal cavity of healthy compared to diseased dogs.
In dogs with nasal neoplasia, Moraxella spp. was the most abundant finding on genus level, as
it was in healthy dogs, but accounted for only 15.3% of the total taxa (min. 0.7%–max. 61.1%).
This difference was statistically significant (p = 0.001). The proportions of the family Pasteurel-
laceae (phylum Proteobacteria, class Gammaproteobacteria, order Pasteurellales) were different
between healthy and diseased dogs. This bacterial family accounted for 12.9% (0.1–64.3%)
of the total taxa and was significantly higher represented in dogs with neoplasia (p = 0.019)
(Figs 2 and 6). Haemophilus parainfluenza (p = 0.018) and Pasteurella multocida (p = 0.004)
were representatives of this family that were significantly more common in dogs with nasal
neoplasia than in healthy dogs. Other common genera in dogs with nasal neoplasia included
Conchiformibius spp. (9.5%, 0.1–49.9%, p = 0.429) (phylum Proteobacteria, family Neisseria-
ceae) and non-specified genera of the families Neisseriaceae (5.9%, 0.1–54.5%, p = 0.080) and
Fig 2. Bacterial families in healthy and diseased dogs. Mean values of most common bacterial families in
the nasal cavity of healthy dogs, dogs with nasal neoplasia and chronic rhinitis.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g002
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Micrococcaceae (3.2%, 0.1–34.8%, p = 0.480); however, these were not more commonly
detected than in healthy dogs.
Analysis of individual bacterial groups based on LDA effect size (LEfSe) observed alter-
ations in several taxa when dogs with nasal neoplasia were compared to healthy dogs (Fig 7).
Dogs with nasal tumors showed significantly decreased relative abundance of Moraxella spp.
Fig 3. Principal coordinate analysis (PCoA) of unweighted UniFrac distances of 16S rRNA genes (3D).
Similarities in microbial communities in healthy dogs, dogs with nasal neoplasia and chronic rhinitis.
Clustering is observed between healthy dogs and dogs with nasal neoplasia, but not in dogs with chronic
rhinitis.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g003
Fig 4. Differences in microbial communities in dogs with nasal neoplasia depending on antibiotic
treatment. PCoA plots of microbial communities in dogs with nasal neoplasia without and under antibiotic
treatment (A), bacterial taxa significantly higher represented in dogs with (green) and without (red) antibiotic
treatment showed by linear discriminant analysis (LDA) scores based on LEfSe (B).
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g004
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(p = 0.001) and Cardiobacteriaceae (p = 0.039), while Pasteurella spp. (p = 0.004) was signifi-
cantly increased.
The nasal cavity of dogs with chronic lymphoplasmacytic or neutrophilic rhinitis was also
predominantly colonized by Moraxella spp. (34.5%, 0.7–77.3%), followed by the order Strepto-
phyta (6.4%, 0.0–16.6%), the genus Riemerella spp. (4.4%, 0.0–25.3%), and the family Pasteurel-
laceae (2.9%, 0.2–17.1%) (Figs 2 and 6).
When individual bacterial groups were analyzed by LEfSe, a significant difference between
healthy dogs and dogs with chronic rhinitis could be observed for several taxa, including Kais-
tobacter spp. (0.3%, 0.0–1.1%, p = 0.036) and Pirellulaceae (0.2%, 0.0–0.9%, p = 0.049) (Fig 7).
However, these accounted for only a small percentage of the total taxa (<0.3%) and only for
single animals. Mycoplasma spp. were considerably more abundant in several individual dogs
with chronic rhinitis, especially in the sample of one young dog with chronic rhinitis (61.8%)
Fig 5. Rarefaction curve and statistical evaluation of Shannon diversity index. Shannon diversity index
is lower in healthy dogs (blue) than in dogs with chronic rhinitis (red) or nasal neoplasia (orange) (dogs with
antibiotic pre-treatment excluded) (A). The difference is not significant in a Dunn´s multiple comparison test
(B).
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g005
Fig 6. Composition of the nasal microbiome in healthy and diseased dogs. Bar charts showing relative
abundance of all taxa detected in nasal swabs of dogs, annotated to the taxonomic level of phylum (A) and
family (B).
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g006
Nasal microbiome of dogs
PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736 May 1, 2017 12 / 18
III. Publikation     49 
(Fig 8), but since dogs under 12 months of age were excluded from other than age-related sta-
tistical analysis, this dog was not included in the comparison.
All taxa that differ between groups, are listed in the supporting information (S1 Table).
Discussion
The study demonstrates that the canine nasal cavity is inhabited by a species-rich bacterial
community. In agreement with previous investigations, which used next-generation sequenc-
ing methods for bacterial analysis, the nasal microbiome of healthy dogs was shown to be
dominated by Moraxellaceae, especially Moraxella spp., followed by several other bacterial
families at considerably lower levels [2, 5]. Possible reasons for a different order of the detected
taxa, if sorted based on abundance, could be the selection of study subjects. While in one of the
previous studies [5] samples from a uniform cohort of research animals were used, the present
Fig 7. Different relative abundance of bacterial taxa between healthy and diseased dogs. Bacterial taxa
at different taxonomic levels (c = class, o = order, f = family, g = genus) with significantly different mean
relative abundance in dogs with chronic rhinitis (blue), nasal neoplasia (green) and healthy dogs (red), ranked
according to their effect size determined by LDA score, based on LEfSe.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g007
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study included a heterogeneous group of pet dogs for analysis. The different genetic and envi-
ronmental background of these populations could be a confounding factor.
Several bacterial taxa isolated in this study have been described for the first time since next-
generation sequencing methods complement culture-based methods. These bacteria have
never been associated with the dog´s nasal cavity before. Many of these bacteria cannot be cul-
tured so far, because they are highly adapted to their particular microenvironment, which is
difficult to reproduce under laboratory conditions [24]. Some have been known as being part
of the canine microbiome, such as Porphyromonas, GN02, or Conchiformibius in the oral cavity
[25, 26]. Other taxa have been detected in soil or water samples before [27, 28]; thus, it is likely
that these bacteria were obtained from the environment, as the nares are very exposed to a dog
´s outdoor environment.
In previous studies, in which culture-based methods were used, a much lower number of
bacterial taxa were identified in the canine nose compared to recent investigations using pyro-
sequencing methods. In healthy dogs, Staphylococci, Streptococci, Acinetobacter, and Entero-
cocci were hypothesized to be the main components of the nasal microbiota [14, 29, 30].
Predominant taxa detected using next generation sequencing, such as Moraxella spp., did not
occur in the results obtained by culturing methods.
In human medicine, there are several studies investigating the nasal microbiome of healthy
as well as diseased individuals based on 16S rRNA sequencing. Different microbiomes for dif-
ferent sites in the upper airways have been described [10, 31]. In humans, Actinobacteria and
Firmicutes accounted for the majority of nasal bacteria, with a lower prevalence of Proteobac-
teria. Therefore, there seem to be considerable differences between the nasal bacterial commu-
nities of different species.
In veterinary medicine, only few reports exist about microbial colonization of the upper air-
ways in dogs with nasal disease. The present study is the first one to investigate nasal micro-
biota in dogs with nasal disease using next-generation sequencing methods. Bacteria of the
upper respiratory tract of dogs with respiratory signs have been examined using cultural meth-
ods before [32]. Most frequently isolated bacteria were Staphylococcus intermedius, E. coli, α-
hemolyzing Streptococcus, and Pasteurella multocida, which were all not considered primary
pathogens, but probably originating from the normal bacterial community. With exception of
Fig 8. Individual family-level composition of the nasal microbiome in healthy and diseased dogs. Bar
charts showing relative abundance of all taxa (annotated to the taxonomic level of family) detected in nasal
swabs of dogs. Each bar chart represents one dog.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0176736.g008
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E. coli, these bacteria could also be found in the present study population, but accounted only
for a minor proportion of the microbiota in healthy and diseased animals. While different spe-
cies of Staphylococcus and Pasteurella were detected at low levels in most of the animals, Strep-
tococcus occurred only in a small number of dogs.
In another study, bacterial cultures of dogs with nasal neoplasia and lymphoplasmacytic
rhinitis were examined. An equal distribution between negative culture results and bacteria
that were considered normal flora was detected in both groups; however, the definition of
“normal microflora” was based on data obtained from the literature [33].
Nasal biopsies from dogs with lymphoplasmacytic rhinitis (LPR), nasal neoplasia, and
aspergillosis have been examined for bacterial and fungal DNA using polymerase chain reac-
tion in a previous work [16]. No difference in DNA load for bacterial DNA could be demon-
strated between disease groups. Furthermore, no bacterial taxa which have been associated
with upper respiratory tract disease in several species, like Bartonella, Mycoplasma, or Chla-
mydia [34–36], could be detected in any biopsy. However; in the present study facultative path-
ogens such as Mycoplasma spp. were also only detected in very small numbers.
The present study was able to demonstrate alterations of the nasal microbiome of dogs with
nasal neoplasia as well as chronic rhinitis compared to healthy dogs. Most noticeable findings
were the decreased abundance of Moraxellaceae and higher abundance of Pasteurellaceae in
diseased dogs. Also, the family Neisseriaceae was apparently more common in some of the
individuals affected by nasal neoplasia (Fig 7), although this difference was not statistically sig-
nificant for all the dogs. So far it is not possible to elucidate, whether these alterations play a
role in the etiology of the disease process or rather represent consequences of a primary dis-
ease. One conceivable mechanism could be bacterial overgrowth with certain taxa, enabled by
immune modulation caused by the underlying disease. However; some of the bacteria found
in the present study are known to be capable to subvert their host´s immune system. In toxi-
genic strains of Pasteurella multocida the protein toxin PMT is found, which acts as a strong
mitogen, protects from apoptosis and has an impact on the differentiation and function of
immune cells [37]. This could be one possible mechanism to support progression of the
disease.
In human medicine, several studies demonstrated a difference in nasal bacterial communi-
ties when comparing healthy humans to patients with chronic rhinosinusitis (CRS). CRS
patients were characterized by altered microbial composition and greater abundance of S.
aureus [12]. A quantitative increase in most bacterial and fungal species was reported in
patients with CRS relative to controls, but qualitatively similar microbiomes [24]. This study
also performed a more detailed characterization of the immune response. Flow cytometry was
performed to measure contents of immune cells in lavage of the middle meatus in CRS and
control patients, and cytokines and chemokines were measured by multiplexed ELISA. Results
of this investigations demonstrated significantly elevated TH2-related cytokines and increased
interleukin (IL) 8 in patients with CRS. Immune response of peripheral blood leukocytes of
CRS patients cocultured with lavage of healthy individuals was analyzed measuring the IL-5
secretion (i.e. TH2 response) by ELISpot assay. Data supported the theory that in some cases,
CRS results from an immune hyperresponsiveness to the commensal microbiome. No similar
investigations have been performed in dogs with chronic rhinitis so far, but it would be inter-
esting to investigate the immune response of dogs with chronic rhinitis.
For the development of neoplastic diseases, an involvement of microbiome alterations and
dysbiosis has been discussed in different human studies as well [13, 38]. One study reported
that the bacterial profiles of the larynx of laryngeal cancer patients were significantly different
from those of healthy control subjects. It suggested a potential role of several microorganisms
in the pathogenesis of laryngeal carcinoma, for example Fusobacterium spp. as
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proinflammatory pathogens [13]. To what extent the altered bacterial taxa, like increased inci-
dence of Pasteurellaceae, found in the dogs with nasal neoplasia in the present study could be
involved in cancerogenesis, remains a topic for further research.
An interesting finding was that the nasal microbial composition of dogs with nasal tumors
was not significantly altered if dogs had been pretreated with antibiotics. In a study investigat-
ing the gastrointestinal microbiota in dogs before and under antibiotic treatment, considerable
and prolonged effects on bacterial composition could be demonstrated [39]. However, due to
the relatively small number of diseased patients in the present study and the heterogeneous
treatment protocols with different antimicrobial and partially anti-inflammatory drugs, valid-
ity of this finding is limited. Nevertheless, only a few taxa were altered significantly between
pretreated and untreated patients, and the diversity and number of observed species was simi-
lar. Possible reasons could be insufficient accumulation of antibacterial drugs in the nasal
mucosa, bacterial resistance to antibiotics, or detection of DNA from nonviable bacteria.
Limitations of the present study are the relatively small number of animals per group, and a
heterogeneous pretreatment within the population of diseased animals. Furthermore, different
settings of sample collection between healthy dogs being awake and diseased dogs being under
anesthesia could be a confounding factor leading to different results.
Conclusion
Using next-generation sequencing methods, a highly species-rich bacterial community was
shown to inhabit the canine nasal cavity. The majority of bacteria detected in this study had
never or only rarely been isolated before with conventional culture techniques. Significant dif-
ferences in the composition of microbiota colonizing the nose of healthy dogs compared to
dogs with nasal neoplasia or chronic rhinitis suggest a complex role of the nasal microbiome
in the disease process. Further studies are warranted to elucidate the complex interactions
between nasal microbiome, host immune response, and canine nasal disease.
Supporting information
S1 Table. Mean relative percentages of the bacterial groups differing between healthy and
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IV. DISKUSSION 
In der vorliegenden Studie wurde das Mikrobiom der Nasenhöhle von gesunden 
Hunden sowie Hunden mit nasalen Neoplasien und chronischer Rhinitis 
untersucht. Mithilfe der durchgeführten Analysen konnte eine speziesreiche 
mikrobielle Gemeinschaft in der caninen Nasenhöhle nachgewiesen werden. Wie 
bereits in vorangegangenen Studien, die 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzanalyse-
Verfahren zur Untersuchung dieser Lokalisation nutzten, wurde das nasale 
Mikrobiom des Hundes von Bakterien der Familie Moraxellaceae dominiert, 
insbesondere von Moraxella spp. (RODRIGUES HOFFMANN et al., 2014; 
ERICSSON et al., 2016). Der prozentuale Anteil anderer Bakterienfamilien 
variiert, qualitativ zeigte sich jedoch große Übereinstimmung zwischen den 
unterschiedlichen Studienpopulationen. Während in der Population, die in einer 
vorangegangenen Studie von ERICSSON und Mitarbeitern (2016) untersucht 
wurde, Mycoplasmataceae (Phylum Tenericutes) einen großen prozentualen 
Anteil an der Bakteriengemeinschaft der Hunde hatten, wurde diese bakterielle 
Familie in der hier untersuchten Gruppe von Hunden zwar ebenfalls bei den 
meisten Tieren nachgewiesen, jedoch nur in sehr geringer Menge. Ein möglicher 
Grund für diese Unterschiede könnte die Auswahl der Tiere sein. Während 
ERICSSON und Mitarbeiter (2016) die Proben von einer einheitlichen 
Versuchstiergruppe sammelten, die derselben Rasse angehörte sowie unter 
identischen Umweltbedingungen gehalten wurde, wurden in der vorliegenden 
Studie sowie in der Arbeit von RODRIGUES HOFFMANN und Mitarbeitern 
(2014) eine heterogene Gruppe von Tieren untersucht, die in unterschiedlicher 
Umgebung als private Haustiere gehalten wurden. Der Einfluss, den 
Umweltfaktoren wie die Haltungsumgebung auf das nasale Mikrobiom haben, 
wurde in einer Studie von ISAIAH und Mitarbeitern (2017) untersucht. Diese 
stellten fest, dass das nasale Mikrobiom von zwei Hundepopulationen 
verschiedener US-Bundesstaaten, die derselben Rasse angehörten, ein 
signifikantes Clustering, abhängig von der geographischen Lokalisation, zeigte. 
Die Gründe dafür sind bisher nicht bekannt. 
Auch die Vielfalt an Hunderassen und die damit einhergehenden, teilweise 
gravierenden morphologischen Unterschiede im Hinblick auf die Anatomie der 
oberen Atemwege ist ein möglicher Faktor, der zu unterschiedlichen Ergebnissen 
führen kann. In der vorliegenden Studie wurden nur normozephale, d.h. meso- 
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und dolichozephale Hunde einbezogen. Da die Untersuchung des 
Nasenmikrobioms gesunder Hunde Ziel der Studie war, wurden brachyzephale 
Tiere mit Anzeichen eines Brachyzephalen Atemnot-Syndroms nicht beprobt. 
Erste Ergebnisse einer Studie von RÖSCH und Mitarbeitern (2017), die gezielt 
das Mikrobiom normo- und brachyzephaler Hunde vergleicht, weisen auf 
Unterschiede bei der bakteriellen Besiedelung der Nasenhöhle dieser beiden 
Gruppen hin. So waren Moraxellaceae, Pasteurellaceae und Rhizobiaceae die am 
häufigsten vertretenen Bakterienfamilien im gesamten Patientenkollektiv. 
Moraxellaceae sind auch in der vorliegenden Untersuchung die am häufigsten 
vertretene Bakterienfamilie bei gesunden wie auch erkrankten Hunden. 
Pasteurellaceae dagegen kamen bei gesunden Tieren nur in geringer Häufigkeit 
vor. Bradyrhizobiaceae wurden als potentielle Kontaminanten in der vorliegenden 
Arbeit von der Analyse ausgeschlossen. Unterschiede zwischen normozephalen 
und brachyzephalen Hunden wurden in der Häufigkeit der Familien 
Aeromonadaceae, Microbacteriaceae und Rhizobiaceae festgestellt. Als Ursache 
wird die Minderbelüftung durch die Brachyzephalie-bedingte nasale Obstruktion 
vermutet (RÖSCH et al., 2017).  
Zahlreiche der nachgewiesenen bakteriellen Taxa wurden erst mit Einführung der 
Next-Generation-Sequencing-Methoden (NGS-Methoden) erstmals beschrieben. 
Die Anforderungen an die Mikroumgebung, die diese Taxa stellen, sind unter 
Laborbedingungen kaum reproduzierbar, wodurch sie bisherigen kulturellen 
Untersuchungen entgingen (AURORA et al., 2013). Diese Bakterien wurden 
bisher nicht mit dem Mikrobiom der caninen Nasenhöhle assoziiert. Einige Taxa 
sind jedoch als Teil des Mikrobioms beim Hund bekannt, da sie bereits an anderen 
Körperstellen nachgewiesen wurden. So wurden Porphyromonas, GN02 und 
Conchiformibius in Studien zum Mikrobiom der Maulhöhle des Hundes 
nachgewiesen (CAMANOCHA & DEWHIRST, 2014; COIL et al., 2015). Für das 
Phylum BD1-5, das mit 1,9% bei gesunden Tieren ebenfalls zu den häufig 
nachgewiesenen OTUs in dieser Studienpopulation gehörte, ist bekannt, dass es 
aufgrund seines kleinen Genoms von Nährstoffen der anderen Mitglieder der 
bakteriellen Gemeinschaft abhängt. Aus diesem Grund ist es bislang nicht 
gelungen, dieses Phylum kulturell zu isolieren (GARZA & DUTILH, 2015).  
Andere Taxa, wie Methylobacterium adhaesivum und Pseudomonas viridiflava 
sind als Umweltbakterien bekannt, die in Wasser- und Bodenproben gefunden 
wurden (GALLEGO et al., 2006; SARRIS et al., 2012). Auch Rhizobiaceae und 
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Bradyrhizobium spp. sind bekannte Bakterien aus Probenmaterial des Erdreichs 
(ZARRAONAINDIA et al., 2015). Der Nachweis dieser Bakterien im 
Nasenmikrobiom des Hundes lässt vermuten, dass sie mit der Atemluft in die 
oberen Atemwege gelangen und auf diesem Wege die ökologische Nische 
Nasenhöhle besiedeln. Cyanobakterien etwa, die in einer humanmedizinischen 
Studie als Hauptbestandteil des Nasenhöhlenmikrobioms von gesunden 
Erwachsenen und Patienten mit CRS identifiziert wurden (AURORA et al., 2013), 
wurden in einer veterinärmedizinischen Studie von der Analyse ausgeschlossen, 
da davon ausgegangen wurde, dass es sich um Kontaminanten aus pflanzlichen 
Chloroplasten handelte (ISAIAH et al., 2017). Tatsächlich ist diese 
Bakterienstamm aus Meer- und Süßwasserproben sowie aus Bodenproben 
bekannt und gilt als phototroph (WHITTON, 1992), was ein dauerhaftes 
Vorkommen unter den gegebenen Bedingungen in der Nasenhöhle 
unwahrscheinlich wirken lässt. Einige Vertreter dieses Phylums sind als 
Allergieauslöser bekannt (GENITSARIS et al., 2011). Hinweise auf einen 
Einfluss der Umgebung auf das tierische Nasenmikrobiom lieferte vor Kurzem 
unter anderem eine Studie von DORN und Mitarbeitern (2017), in der gezeigt 
wurde, dass Katzen, die Freigang haben, eine signifikant geringere Diversität und 
eine signifikant andere Zusammensetzung des nasalen Mikrobioms aufweisen, als 
Katzen, die ausschließlich in Innenräumen gehalten werden. So waren die 
Gattungen Moraxella weniger, Bradyrhizobium, Pasteurella und Staphylococcus 
jedoch stärker mit Innenhaltung der Katzen assoziiert.  
Die Anzahl nachgewiesener bakterieller Taxa in Studien, die NGS-Methoden 
nutzen, ist wesentlich höher als in vorangegangenen Arbeiten, die sich der 
konventionellen kulturellen Anzüchtung von Bakterien bedienten. Als 
Hauptbestandteile der bakteriellen Gemeinschaft in der Nase von Hunden wurden 
klassischerweise die kulturell nachgewiesenen Bakterien wie Staphylokokken, 
Streptokokken, Acinetobacter und Enterokokken angesehen (ABRAMSON et al., 
1976; BALISH et al., 1977; ABRAMSON et al., 1980). Taxa, die mittels 
Sequenzanalyse als größter Anteil des caninen Nasenmikrobioms identifiziert 
wurden (RODRIGUES HOFFMANN et al., 2014; ERICSSON et al., 2016), und 
auch in der vorliegenden Untersuchung dominierend waren, wie etwa die Gruppe 
der Moraxellaceae, waren in kultur-basierten Untersuchungen nicht nachweisbar.  
Zum nasalen Mikrobiom sowohl des gesunden Menschen als auch des Patienten 
mit nasalen Erkrankungen existieren zahlreiche Studien, die auf der 
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Sequenzanalyse des 16S rRNA-Gens basieren. In verschiedenen anatomischen 
Lokalisationen der oberen Atemwege wurden jeweils unterschiedliche 
charakteristische Mikrobiome nachgewiesen (LEMON et al., 2010; BASSIS et al., 
2014). Beim Menschen wurden Actinobacter und Firmicutes als Hauptbestandteil 
der nasalen mikrobiellen Gemeinschaft identifiziert (FRANK et al., 2010), 
Proteobacteria kommen, verglichen mit den Ergebnissen von Studien an anderen 
Säugetierspezies wie Hund (RODRIGUES HOFFMANN et al., 2014), Schwein 
(WEESE et al., 2014) und Katze (DORN et al., 2017), im humanen 
Nasenmikrobiom in deutlich geringerer Prävalenz vor. Im Speziesvergleich 
zeigen sich somit deutliche Unterschiede im Mikrobiom der oberen Atemwege.  
In der Veterinärmedizin existieren bisher nur wenige Untersuchungen zur 
mikrobiellen Besiedelung der oberen Atemwege bei Hunden mit nasalen 
Erkrankungen. In der vorliegenden Studie kommt erstmals die Methode der 16S-
rRNA-Sequenzierung zum Einsatz, um das nasale Mikrobiom von Hunden mit 
Erkrankungen der Nasenhöhle zu analysieren. Bakterien aus den oberen 
Atemwegen von Hunden, die respiratorische Symptome zeigen, wurden zuvor mit 
kultur-basierten Methoden untersucht (SCHULZ et al., 2006). Die Bakterien, die 
hier am häufigsten isoliert wurden, wie etwa Staphylococcus intermedius, 
Escherichia coli, α-hämolysierende Streptokokken und Pasteurella multocida, 
gehören nicht zu den als primär pathogen bekannten Spezies, sondern entstammen 
vermutlich der physiologischen nasalen Besiedelung. Mit Ausnahme von E. coli 
wurden diese Bakterien auch in der hier untersuchten Studienpopulation 
nachgewiesen, allerdings stellten sie bei gesunden wie bei erkrankten Tieren nur 
einen kleinen Anteil an der gesamten bakteriellen Population dar. Während 
verschiedene Spezies aus den Gattungen Staphylococcus und Pasteurella in 
geringer Anzahl bei den meisten Tieren nachweisbar waren, wurde die Gattung 
Streptococcus nur bei einzelnen Tieren gefunden.  
Mit der Anzüchtung von Bakterien aus der Nasenhöhle von Hunden, die an 
nasalen Neoplasien oder LPR erkrankt waren, beschäftigte sich eine Studie von 
LOBETTI (2009). Dabei wurden in beiden Krankheitsgruppen zu jeweils gleichen 
Anteilen negative Kulturergebnisse sowie der Nachweis von Bakterien, die zur 
normalen Bakteriengemeinschaft der Nase gehören, beschrieben. Die Definition 
der „normalen“ nasalen Besiedelung war dabei der Literatur entnommen. 
Negative Kulturen führten zu der Annahme, dass die oberen Atemwege bei den 
betreffenden Tieren als steril anzusehen sind. Dies konnte durch Verwendung von 
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Sequenzierungsmethoden widerlegt werden.  
WINDSOR und Mitarbeiter (2006) nutzen Bioptate der Nasenschleimhaut von 
Hunden mit LPR, nasalen Neoplasien und Aspergillose, um diese mittels PCR auf 
bakterielle und fungale DNA zu untersuchen. Die Menge an DNA unterschied 
sich nicht zwischen den Gruppen. Des Weiteren wurden in keiner der 
Biopsieproben Bakterien nachgewiesen, die bei verschiedenen Tierspezies mit 
Infektionen des oberen Respirationstrakts assoziiert sind, wie Bartonella spp. 
(PAPPALARDO et al., 2000), Mycoplasma spp. (LIMA et al., 2016; LE 
BOEDEC, 2017) oder Chlamydia spp. (LIMA et al., 2016). Auch in der hier 
vorliegenden Studie konnten potentiell fakultative Pathogene des 
Respirationstrakts wie Mycoplasma spp. nur in sehr geringer Anzahl 
nachgewiesen werden, mit Ausnahme eines einzelnen Jungtieres mit chronischer 
Rhinitis, bei dem 67% der bakteriellen DNA-Sequenzen der Familie 
Mycoplasmataceae zugeordnet werden konnten. Allerdings wurde die bakterielle 
DNA hier nicht aus Bioptaten der Nasenschleimhaut, sondern ausschließlich aus 
Tupferproben der Nasenhöhle extrahiert. Denkbar ist jedoch, dass die Bakterien, 
die das eigentliche Mikrobiom der Nasenschleimhaut darstellen, entweder 
intrazellulär in der Mukosa (KIM et al., 2013; TAN et al., 2013) oder direkt auf 
der Mukosa in Form von bakteriellen Biofilmen zu finden sind (FOREMAN et al., 
2012). In diesem Fall wäre die bakterielle Diversität mit einer Tupferprobe nicht 
zu erfassen. Die Frage, ob die Auswahl des Probenmaterials Einfluss auf die 
isolierten bakteriellen Sequenzen hat, wurde unter anderem von BASSIOUNI und 
Mitarbeitern (2015) erörtert. So wurden die Sequenzierungsergebnisse von 
Nasenschleimhaut-Biopsien von CRS-Patienten mit denen von Nasenabstrichen 
verglichen, wobei weder bei der Alpha- noch bei der Beta-Diversität signifikante 
Unterschiede festzustellen waren. Daher ist davon auszugehen, dass die im 
Vergleich zu Biopsien deutlich weniger invasiven Tupferproben der 
Nasenschleimhaut die nasalen Mikrobiota hinreichend repräsentieren.  
Die Ergebnisse der durchgeführten Untersuchung zeigten Unterschiede im nasalen 
Mikrobiom von gesunden Hunden und Hunden mit nasalen Tumoren und 
chronischer Rhinitis. So war insbesondere der Anteil der Familie Moraxellaceae 
bei erkrankten Hunden signifikant niedriger, während Pasteurellaceae in diesen 
Gruppen einen wesentlich größeren Anteil an den nasalen Mikrobiota 
ausmachten. Des Weiteren war die Familie der Neisseriaceae in der Gruppe der 
Hunde mit Neoplasien stärker vertreten. Dieser Unterschied war statistisch jedoch 
IV. Diskussion      62 
nicht signifikant. Inwieweit diese Veränderungen im Mikrobiom jedoch in 
ätiologischem Zusammenhang mit der Erkrankung stehen oder eine Folge des 
primären Krankheitsprozesses darstellen, bedarf weiterführender Untersuchungen. 
Ein denkbarer Mechanismus, der zur Überwucherung mit einzelnen bakteriellen 
Taxa führen könnte, ist eine lokale Modulation der Immunabwehr im Bereich der 
Nasenschleimhaut, ausgelöst durch die zugrundeliegende Erkrankung. Auch 
Bakterien selbst können das Immunsystem ihres Wirtsorganismus beeinflussen. 
Für einige Bakterien, die unter anderem in dieser Studienpopulation nachgewiesen 
wurden, sind derartige immunmodulierende Mechanismen bekannt. So ist etwa 
bei toxigenen Stämmen von Pasteurella multocida das Proteintoxin PMT 
beschrieben, das als ursächlich für die Rhinitis atrophicans des Schweines gilt 
(AMIGOT et al., 1998). Dieses Toxin hat eine ausgeprägte mitogene Wirkung, 
verhindert die Apoptose infizierter Zellen und beeinflusst die Differenzierung und 
Funktion von Immunzellen (KUBATZKY et al., 2013). Ähnliche Auswirkungen 
sind prinzipiell auch für die in der Gruppe der Hunde mit nasalen Neoplasien 
überrepräsentierten Pasteurellaceae möglich.  
Die Rolle des Mikrobioms und Veränderungen desselben im Sinne einer Dysbiose 
bei der Entstehung von Tumoren wurden im Bereich der Nasenhöhlentumoren des 
Hundes bisher nicht untersucht. Allerdings sind ähnliche Zusammenhänge, wie 
sie etwa beim humanen primären MALT (Mucosa Associated Lymphoid Tissue) -
Lymphom des Magens, bei dem die kontinuierliche Entzündung im Rahmen einer 
Helicobacter pylori-Infektion (HANDA et al., 2010) die Entstehung des 
Lymphoms bedingt, oder beim kolorektalen Karzinom (BORGES-CANHA et al., 
2015) des Menschen beschrieben sind, nicht ausgeschlossen. Auch bei 
Humanpatienten mit Larynxkarzinom wurden in einer Studie von GONG und 
Mitarbeitern (2014) signifikant unterschiedliche Bakterienprofile im Vergleich zu 
einer gesunden Kontrollpopulation nachgewiesen. Eine potentielle Beteiligung 
verschiedener Mikroorganismen an der Pathogenese des laryngealen Karzinoms 
wurde angenommen, wie etwa durch Fusobacterium spp., die als 
proinflammatorische Pathogene gelten (GONG et al., 2014). Zum nasalen 
Mikrobiom von humanen Patienten mit Tumoren der Nasenhöhle liegen keine 
Studien vor. Dies ist möglicherweise der geringen Inzidenz derartiger Neoplasien 
beim Menschen geschuldet (ROBBINS et al., 2011). 
Eine weitaus größere Rolle spielen in der Humanmedizin entzündliche 
Erkrankungen der oberen Atemwege, insbesondere die chronische Rhinosinusitis 
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(CRS), die bis zu 5% der Bevölkerung der westlichen Gesellschaft betrifft 
(FOKKENS et al., 2012). Zahlreiche Studien belegen, dass diese Erkrankung mit 
einem veränderten nasalen Mikrobiom einhergeht. So zeigten FEAZEL und 
Mitarbeiter (2012), dass etwa Staphylococcus aureus bei betroffenen Patienten 
signifikant häufiger auftritt. Andere Autoren dagegen stellten keine qualitativen 
Unterschiede im Mikrobiom erkrankter und gesunder Personen fest, beobachteten 
aber eine höhere Quantität der meisten Bakterien- und Pilzspezies bei CRS-
Patienten (AURORA et al., 2013). Eine Quantifizierung aller identifizierten 
bakteriellen Taxa mittels qPCR wurde in der hier vorliegenden Studie nicht 
durchgeführt, weshalb keine Aussage darüber getroffen werden kann, ob diese 
Beobachtung auch auf Hunde mit chronischer Rhinitis zutrifft. AURORA und 
Mitarbeiter (2013) führten weiterhin detaillierte Untersuchungen zur 
Immunantwort der Patienten auf das Mikrobiom durch, deren Ergebnisse die 
Theorie stützen, dass CRS in einigen Fällen durch eine überschießende 
Immunantwort auf kommensale Mikroorganismen ausgelöst wird. Bei Hunden 
mit chronischer Rhinitis wurden bisher keine derartigen Studien durchgeführt, 
wobei die Untersuchung der Immunantwort einer größeren Gruppe betroffener 
Hunde ebenfalls einen interessanten Forschungsansatz darstellen würde.  
Eine Limitation der vorliegenden Studie ist die sehr variable Vorbehandlung 
innerhalb der Gruppe der erkrankten Tiere. Ein interessanter Aspekt hierbei ist 
allerdings, dass die mikrobielle Gemeinschaft in der Nasenhöhle bei Hunden, die 
innerhalb der letzten 14 Tage Antibiotika erhielten, keine signifikanten 
Veränderungen im Vergleich zu Hunden ohne antibiotische Vorbehandlung 
aufwies. In vorangegangenen Arbeiten, die den Einfluss von Antibiotika auf die 
gastrointestinalen Mikrobiota beim Hund zum Thema hatten, wurden dagegen 
deutliche, langanhaltende Effekte auf das Mikrobiom des Jejunums 
(SUCHODOLSKI et al., 2009), sowie eine Verschiebung des fäkalen Mikrobioms 
hin zu Gram-negativen Bakterien (GRONVOLD et al., 2010) festgestellt. Zwar 
waren auch bei den hier untersuchten Tieren einzelne bakterielle Taxa, wie die 
Genera Planctomyces oder Sphingobium, stärker mit antibiotischer 
Vorbehandlung assoziiert, während etwa Gemella spp. vermehrt bei nicht 
vorbehandelten Tieren gefunden wurden. Hinsichtlich der Diversität und der 
Anzahl der nachgewiesenen Spezies ergaben sich jedoch keine signifikanten 
Unterschiede. Mögliche Ursachen hierfür wären einerseits eine mangelnde 
Anreicherung und damit Wirksamkeit der Antibiotika im Bereich der 
Nasenschleimhaut, die Resistenz der Bakterien gegen die verwendeten 
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Wirkstoffe, oder andererseits der Nachweis von bakterieller DNA, die von bereits 
abgetöteten Bakterien stammt. Aufgrund der relativ kleinen Population und der 
sehr heterogenen Vorbehandlung mit verschiedenen antimikrobiellen, sowie 
teilweise zusätzlich antiinflammatorischen Wirkstoffen, ist die Aussagekraft 
dieser Beobachtung allerdings eingeschränkt.  
Des Weiteren ist die unterschiedliche Entnahmemethode der Nasentupferproben, 
die bei gesunden Tieren im Wachzustand, bei erkrankten Tieren jedoch unter 
Narkose erfolgte, als möglicher Einflussfaktor auf die nachgewiesenen Bakterien 
zu diskutieren. Während beim narkotisierten Tier ein tieferes Einführen und 
Rotieren des Tupfers in der Nasenhöhle möglich ist, erschweren 
Abwehrbewegungen beim wachen Tier die Probenentnahme. Eine Kontamination 
aus dem Bereich des Nasenspiegels und des Nasenvorhofs lässt sich hier nicht 
sicher vermeiden. Die Arbeit von DORN und Mitarbeitern (2017) verglich unter 
anderem bei einer kleinen Tiergruppe, ob sich Alpha- und Beta-Diversität 
unterscheiden, je nachdem, ob die Tupferproben aus der Nasenhöhle gesunder 
Katzen unter Narkose oder beim wachen Tier genommen wurden. Hierbei wurden 
jedoch keine signifikanten Unterschiede festgestellt. Ältere Studien, die sich 
kulturbasierter Verfahren bedienten, legten bereits nahe, dass sich die mikrobielle 
Besiedelung in verschiedenen anatomischen Bereichen der caninen Nasenhöhle 
unterscheidet (ABRAMSON et al., 1976; ABRAMSON et al., 1980). Beim 
Menschen ist ebenfalls bekannt, dass sich die Bakteriengemeinschaft, die die 
Nares, den Meatus nasi medius sowie den sphenoethmoidalen Recessus besiedelt, 
unterschiedlich zusammensetzt, abhängig vom Epithel, das den entsprechenden 
Bereich auskleidet (YAN et al., 2013). Für den Bereich der Nasenschleimhaut ist 
eine größere Diversität beschrieben als im Bereich des Nasenvorhofs (YAN et al., 
2013). Eine Differenzierung verschiedener anatomischer Lokalisationen war im 
gewählten Probennahme-Prozedere dieser Studie nicht möglich. Es wurden 
jedoch keine signifikanten Unterschiede hinsichtlich der Alpha-Diversität, 
insbesondere hinsichtlich der Anzahl nachgewiesener Taxa, zwischen den wach 
oder narkotisiert beprobten Gruppen festgestellt.  
Neben der Entnahme der Proben wird in der Literatur auch die präanalytische 
Lagerung der Proben als Parameter genannt, der zur Beeinflussung der Ergebnisse 
von Mikrobiomstudien führen kann (ROESCH et al., 2009; LAUBER et al., 2010; 
CARDONA et al., 2012; CARROLL et al., 2012). In der vorliegenden Arbeit 
wurden die Tupferproben überwiegend innerhalb weniger Minuten nach 
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Entnahme bis zur DNA-Extraktion bei -80°C eingefroren. War dies nicht sofort 
möglich, wurden die Tupfer vor dem Einfrieren gekühlt maximal zwei Stunden 
transportiert. Bei Stuhlproben konnte gezeigt werden, dass die Lagerung bei 
Raumtemperatur über den Zeitraum von 24 und 72 Stunden zu einer 
zunehmenden Veränderung der mikrobiellen Zusammensetzung führt (ROESCH 
et al., 2009). Bei Raumtemperatur kommt es zur Fragmentierung der DNA und 
RNA, beim Auftauen tiefgekühlter Proben tritt zusätzlich eine Degeneration von 
DNA und RNA auf. Dies verfälscht die Ergebnisse der nachfolgenden 
Sequenzierung (CARDONA et al., 2012). Im Gegensatz dazu wurde in einer 
Studie von CARROLL und Mitarbeitern (2012) die individuelle mikrobielle 
Zusammensetzung von Stuhlproben durch Lagerung bei Raumtemperatur über 24 
Stunden und über das Einfrieren bei -80°C nur wenig beeinflusst. Auch LAUBER 
und Mitarbeiter (2010) postulieren, dass Umweltfaktoren und der Bias der 
molekularen Sequenzierung einen größeren Einfluss auf die nachweisbaren 
Mikroorganismen in Tupferproben aus Erde, menschlichem Stuhl und 
Hautabstrichen haben als kurzfristige Lagerungsbedingungen über einen Zeitraum 
von bis zu 14 Tagen. 
Zusätzlich zu den Tupferproben der Studienpatienten wurden Negativkontrollen 
analysiert, um auszuschließen, dass die nachgewiesene bakterielle DNA aus 
Kontaminationen von Tupfern oder DNA-Extraktionskits stammt. Der Umgang 
mit den Ergebnissen dieser Negativkontrollen stellt insbesondere bei 
Mikrobiomstudien, deren Proben eine geringe mikrobielle Biomasse erwarten 
lassen, eine Herausforderung dar (KIM et al., 2017). Auch Tupferproben der 
oberen Atemwege gehören im Vergleich zu anderen Untersuchungsmaterialien, 
wie etwa Faeces, zu den Proben mit geringem DNA-Gehalt. Die Bakterien, die im 
Rahmen dieser Studie als potentielle Kontaminanten identifiziert wurden, sind 
teilweise bereits in anderen Mikrobiomstudien als solche beschrieben worden, wie 
etwa Bradyrhizobiaceae (LAURENCE et al., 2014), Comamonadaceae, 
Ralstonia, Sediminibacterium, Achromobacter oder Pseudomonas (SALTER et 
al., 2014). Diese Sequenzen, die prozentual überwiegend in den Negativkontrollen 
vorkamen, wurden vor der statistischen Analyse ausgeschlossen. Bei der 
gleichzeitigen Sequenzierung von Negativkontrollen und Proben kann eine 
Kontamination der Kontrollen durch das eigentliche Probenmaterial allerdings 
nicht ausgeschlossen werden. Daher wird in aktuellen Publikationen diskutiert, 
dass der Ausschluss aller Sequenzen, die in Negativkontrollen zu finden sind, zu 
einer Überschätzung der Kontamination aus Extraktionskits und Tupfern führen 
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könnte (EDMONDS & WILLIAMS, 2017). 
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V.           ZUSAMMENFASSUNG 
Ziel der durchgeführten Studie war es, das nasale Mikrobiom von gesunden 
Hunden zu charakterisieren und es mit dem von Hunden mit nasalen Neoplasien 
oder chronischer Rhinitis mittels 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzierung zu 
vergleichen. 
Sowohl bei gesunden als auch bei erkrankten Tieren konnte ein sehr diverses 
Mikrobiom mit zahlreichen „Operational Taxonomic Units“ in der Nasenhöhle 
nachgewiesen werden. Häufigster Stamm war in allen drei Gruppen 
Proteobacteria, gefolgt von Firmicutes, Bacteroidetes, Actinobacteria und 
Cyanobacteria in unterschiedlicher Häufigkeit. In der Gruppe der gesunden Hunde 
dominierten auf Genus-Ebene Moraxella, gefolgt von Phyllobacterium, 
Cardiobacteriaceae und Staphylococcus. Während Moraxella spp. in der Gruppe 
der erkrankten Hunde im Vergleich zu den gesunden Tieren signifikant weniger 
vertreten waren, traten Pasteurellaceae bei Hunden mit nasalen Erkrankungen 
signifikant häufiger auf. Die Ähnlichkeitsanalyse der phylogenetischen „Unifrac 
distance metrics“ ergab signifikant unterschiedliche mikrobielle Gemeinschaften 
bei gesunden Hunden und Hunden mit nasalen Neoplasien. 
Beim Vergleich von Umgebungs- und individuellen Faktoren wie Alter, 
Körpergewicht, Geschlecht, Rasse, Nasenlänge und Anzahl der Hunde im 
Haushalt bei gesunden Tieren zeigten sich keine signifikanten Unterschiede. 
Innerhalb der Gruppe von Hunden mit Nasentumoren ergab der Vergleich von 
Hunden mit und ohne antibiotische Vorbehandlung keinen signifikanten 
Unterschied in der Zusammensetzung des nasalen Mikrobioms, einzelne 
bakterielle Taxa waren jedoch signifikant stärker mit vorangegangener 
Antibiotikatherapie assoziiert. 
Die Ergebnisse der Studie zeigen, dass die Nasenhöhle des Hundes von einer 
speziesreichen Bakteriengemeinschaft besiedelt ist. Des Weiteren konnten 
Unterschiede im nasalen Mikrobiom gesunder Hunde im Vergleich zu Hunden 
mit nasalen Erkrankungen dargestellt werden. Die komplexen Interaktionen 
zwischen Immunsystem des Wirtes und nasalem Mikrobiom pathogenetisch 
einzuordnen, bleibt Gegenstand zukünftiger Untersuchungen. 
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VI. SUMMARY 
Aim of the study was to characterize the nasal microbiome of healthy dogs and 
compare it to that of dogs with nasal neoplasia and chronic rhinitis, using 16S 
rRNA amplicon sequencing. 
Inside the nasal cavity of healthy as well as of diseased animals a diverse 
microbiome with numerous Operational Taxonomic Units could be detected. 
Proteobacteria was the most abundant phylum in all three groups, followed by 
Firmicutes, Bacteroidetes, Actinobacteria and Cyanobacteria in different relative 
abundance. In healthy dogs, Moraxella spp. were the most common species, 
followed by Phyllobacterium spp., Cardiobacteriaceae, and Staphylococcus spp. 
While Moraxella spp. were significantly decreased in diseased compared to 
healthy dogs, Pasteurellaceae were significantly increased. 
Analysis of similarities used on the phylogenetic unweighted UniFrac distance 
metric was significantly different when nasal microbial communities of healthy 
dogs were compared to those of dogs with nasal neoplasia. 
Comparing environmental and individual factors like age, body weight, sex, 
breed, cephalic index and number of dogs living in the same household within the 
healthy population, no significant differences could be observed. 
Within the dogs with nasal neoplasia, comparing dogs with and without history of 
antibiotic treatment showed no significant different microbial composition, but 
several bacterial taxa were higher represented in either dogs without or under 
antibiotic therapy. 
The study showed that the canine nasal cavity is inhabited by a highly species-rich 
bacterial community, and suggests significant differences between the nasal 
microbiome of healthy dogs and dogs with nasal disease. Further studies are 
warranted to elucidate the complex interactions between nasal microbiome, host 
immune response, and diseases of the canine nasal cavity. 
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